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Figure 1 : Les RNP impliquées dans l’expression génique. 
Ce shéma représente les différents rôles des RNP participant à l’expression génique chez les 
eucaryotes. Après la transcription par l’ARN polymérase II (RNA Pol II), les pré-ARNm sont 
reconnus par diverses protéines comme les hnRNP et les protéines SR (sérine-arginine riche). 
Les pré-ARNm contenant des exons (en rouge) et des introns (en rose) sont sujets à plusieurs 
étapes de maturation réalisées par différentes RNP qui incluent les petites RNP nucléaires 
riches en uridine (U snRNPs) formant le complexe d’épissage ou « spliceosome ». Certains 
ARN tels que les pré-ARN de transfert (pré-tRNA) ou les ARN codant les histones sont aussi 
maturés par des RNP spécifiques (respectivement la RNase P et  la snRNP U7). Les petites 
RNP nucléolaires (snoRNP) et les petites RNP des corpuscules de Cajal (scaRNP) sont elles 
impliquées dans la maturation des composants ARN d’autres RNP telles que les ARN 
ribosomiques et les snARN, respectivement. De petits ARN peuvent aussi former des 
microRNPs qui régulent la traduction. Dans certains organismes, d’autres ARN forment des 
complexes (RITS) qui régulent la formation et la maintenance de l’hétérochromatine. La 
télomérase est une scaRNP à boîtes H/ACA particulière qui est responsable du maintien des 
répétitions télomériques essentielles à la stabilité du génome. Dans le cytoplasme, les 
ribosomes sont des RNP clés responsables de la traduction des ARNm en protéines. Ils 
fonctionnent en coordination avec la particule de reconnaissance du signal (SRP) afin de 
permettre la translocation des protéines dans le réticulum endoplasmique (ER). Enfin, les 
ARNt forment aussi des complexes en association avec l’aminoacyl-tRNA (aa-tRNA) 
synthétase dans le cytoplasme permettant de charger les ARNt avec l’acide aminé 
correspondant et le facteur d’élongation de la transcription eEF1A.  
(Adaptée de Wahl et al, 2009). 
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 INTRODUCTION 
I. Chapitre 1 : Les ARN non-codants. 
Les ARN et les protéines coopèrent sous la forme de ribonucléoprotéines (RNP) afin 
d’engendrer les fonctions biologiques de diverses machineries moléculaires, essentielles à la 
vie d’une cellule. Malgré les différences indéniables existant entre ces deux classes de 
macromolécules, ARN et protéines, toutes deux sont capables d’orchestrer des réactions 
catalytiques et peuvent servir de plateformes d’ancrage pour d’autres molécules. Ainsi, leurs 
collaborations sont à la base de la formation d’un grand nombre de machineries enzymatiques 
impliquées dans des fonctions cellulaires fondamentales. 
En effet, certaines RNP présentes dans une cellule eucaryote sont capables de jouer un 
rôle majeur dans les processus d’expression des gènes et de leur régulation (Figure 1). Durant 
la transcription d’un gène eucaryote, l’ARN messager (ARNm) est synthétisé dans le noyau 
sous la forme d’un précurseur (pré-ARNm), aussi appelé transcrit primaire, qui subira une 
série d’étapes de maturation comprenant, l’addition de la coiffe à l’extrémité 5’, l’addition de 
la queue polyA à l’extrémité 3’ et l’excision-épissage. Bien que ces événements soient 
représentés de façon séparée dans  la figure 2, ils sont en fait physiquement, temporellement 
et fonctionnellement couplés (Bergkessel et al, 2009). Les ARNm sont ensuite transportés au 
cytoplasme où ils servent de matrice pour la synthèse de protéines et où ils seront enfin 
dégradés. Il est de nos jours établit que l’ARNm existe donc dans la cellule sous la forme 
d’une RNP dont le répertoire de protéines associées à ce dernier change à chaque étape de sa 
vie, déterminant ainsi son destin (Figure 2). En outre, d’autres RNP participent à de 
nombreux processus mettant en jeu le pré-ARNm (Figure 3). Parmis celles-ci, le petit ARN 
7SK régule l’élongation de la transcription en contrôlant l’activité kinase de la protéine 
PTEF-b (positive transcription elongation factor b) (Nguyen et al, 2001). Il semblerait que la 
quantité de PTEF-b actif dans le noyau soit contrôlé par le remodelage dynamique et 
réversible de la snRNP 7SK (Egloff et al, 2006; Van Herreweghe et al, 2007). Les petits ARN 
nucléaires (snARN) s’associent avec de nombreuses protéines pour former le 
« spliceosome », une RNP extrêmement dynamique responsable de l’élimination des introns 
 
  
  
 
Figure 2 : Formation de multiples RNP durant la maturation des ARN 
messagers. 
Ce schéma offre une vue d’ensemble des principales étapes de maturation nucléaires du pré-
ARNm chez la levure et les Vertébrés. Bien que ces événements soient représentés de 
manière séparée, ils sont en réalité physiquement, temporellement et fonctionnellement 
couplés. Par exemple, l’addition de la coiffe m7G à l’extrémité 5’ de l’ARNm est requise 
pour le bon déroulement de la plus part des étapes de maturation ultérieures et le transport de 
l’ARNm au cytoplasme. 
(Adaptée de Bergkessel et al, 2009). 
 
 
  
 
ARN non-codant Fonction 
Maturation et modification des ARN  
snARN de l’épissage Excision-épissage des introns des pré-ARNm 
snARN U7 Formation de l’extrémité 3’ des pré-ARNm 
codant les histones 
ARN de la RNase P Maturation des pré-ARNt. 
ARN à boîtes C/D 
(sARN, snoARN et scaARN) 
2’O-méthylation des ARNr, snARN et des 
ARNt. Maturation des ARNr. 
ARN à boîtes H/ACA 
(sARN, snoARN et scaARN) 
Pseudo-uridylation des ARNr et des snARN. 
Maturation des ARNr 
Transcription  
ARN 7SK Contrôle de l’élongation de la transcription 
via P-TEFb 
Traduction  
ARNr Traduction des ARNm, composants des 
ribosomes 
ARNt Traduction des ARNm 
Régulation de l’expression génique  
miARN Inhibition de l’expression génique : 
répression de la traduction ou clivage 
d’ARNm cibles. 
siARN Inhibition de l’expression génique : clivage 
des ARN provenant de virus, de rétro-
éléments et de séquences répétées 
piRNA Inhibition de l’expression génique : inhibition 
des transcrits répétés dans la lignée germinale 
des mammifères. 
CUT (Cryptic unstable transcript)  Inhibition de l’expression de certains gènes 
par obstruction du promoteur (par exemple, 
SER3) 
Stabilité  du génome  
ARN de la télomérase Synthèse des télomères. 
 
 
 
Figure 3 : Fonctions des ARN non-codant. 
(Adaptée de Matera et al, 2007). 
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présents dans le pré-ARNm. Une exception est le snARN U7, qui intervient dans la formation 
de l’extrémité 3’ terminale des pré-ARNm des histones, dépourvus d’introns (Matera et al, 
2007). La traduction des ARNm nécessite l’intervention d’un grande RNP, le ribosome, 
contenant les ARN ribosomiques (ARNr) et les protéines ribosomiques, et qui avec l’aide des 
ARN de transferts (ARNt) va décoder l’ARNm en protéines. Le ribosome peut aussi coopérer 
avec la particule de reconnaissance du signal (SRP, « signal recognition particle ») pour 
permettre la translocation de chaînes protéiques naissantes dans le réticulum endoplasmique 
(Walter & Johnson, 1994). La synthèse des protéines peut aussi être régulée via les microRNP 
qui se lient dans la région 3’ non traduite de l’ARNm. Suivant le degré de complémentarité 
entre le microARN et l’ARNm, cette interaction entraine soit l’inutilisation de cet ARNm par 
le ribosome soit sa dégradation ( pour revue : (Carthew & Sontheimer, 2009; Voinnet, 2009)). 
Les RNP sont aussi impliquées dans la biogenèse d’ARN faisant eux-mêmes partie de 
RNP (Figure 3). Parmis eux, les petits ARN nucléolaires à boîtes C/D et H/ACA (snoARN) 
fonctionnent sous la forme de RNP afin de guider la 2’-O- méthylation ou la pseudo-
uridylation de ribonucléotides contenus dans les ARNr (Kiss, 2001). Certaines snoRNP ne 
fonctionnent pas dans la modification de nucléotide mais participent aux étapes de clivage du 
pré-ARNr. Une autre classe de RNP, s’accumulant dans les corpuscules de Cajal (CB), les 
« small Cajal body RNP » (scaRNP), introduit les mêmes modifications dans les snARN 
(Kiss, 2004). La RNP de la RNase P génère l’extrémité 5’ des ANRt matures essentiels à la 
traduction des protéines. Enfin, illustrant la diversité de fonctions cellulaires nécessitant 
l’intervention de RNP, la télomérase, formée de l’ARN de la télomérase et d’une série de 
protéines incluant notamment la réverse transcriptase de la télomérase (TERT), est 
responsable de l’élongation des télomères et participe ainsi au maintien de la stabilité du 
génome. 
Ce chapitre sera l’occasion de s’intéresser de plus près aux snRNP, scaRNP et 
snoRNP, dont je décrirai tour à tour la fonction, la structure et la biogenèse. Ces trois classes 
de RNP sont impliquées dans la maturation et la modification de différents ARN au sein de la 
cellule. Les snRNP participent à la maturation du pré-ARNm en ARNm. Les snoRNP 
modifient les ARNr et ARNt, eux-mêmes indispensables à la traduction des ARNm en 
protéines. Et, enfin, les scaRNP guident la modification des snARN entrant dans la 
composition des snRNP. Les travaux que je decrirai ont collectivement permis de mettre en 
lumiere que malgre les differences inherentes a chaque classe de RNP, des mécanismes 
commun existent et des protéines similaires sont utilisées. Evolution. J’aborderai ce sujet en 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 4 : Les classes de petits ARN nucléaires Sm et Lsm. 
a-  Les petits ARN nucléaires Sm sont transcrits par l’ARN polymérase II et contiennent trois 
régions importantes appelées éléments de reconnaissance (encadrées) : une coiffe 5’-
trimethylguanosine, une séquence d’association aux protéines Sm et une structure en tige-
boucle dans leur région 3’.  
b- Les petits ARN nucléaires de la classe des Lsm sont transcrits par l’ARN polymérase III et 
possèdent une coiffe 5’-monomethylphosphate (MPG), une structure en tige-boucle en 3’ et 
se termine par une succession d’uridines en 3’. 
(Adaptée de Matera et al, 2007). 
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traitant majoritairement les travaux effectués à la fois, chez les Vertébrés, chez 
Saccharomyces cerevisiae et chez les Archées. 
1) snARN 
C’est un groupe d’ARN non-codants abondants, non-polyadénylés et riches en résidus 
uridyliques qui fonctionnent dans le nucléoplasme. Ils regroupent deux classes d’ARN : la 
classe des snARNs-Sm comprenant U1, U2, U4, U4atac, U5, U7, U11 et U12 et la classe des 
snARNs-Lsm comprenant U6 et U6atac (Figure 4). Les ARN de la classe des snARNs-Sm 
sont transcrits par l’ARN polymérase II. Ils sont caractérisés par la présence d’une coiffe 
triméthylée en 5’, une tige boucle en 3’ et un site de liaison à un groupe de sept protéines, les 
protéines Sm, qui forment une couronne heptamérique. En revanche, ceux de la classe des 
snARN-Lsm sont transcrits pas l’ARN polymerase III et possèdent une coiffe monométhylée 
et une tige-boucle en 3’ qui se termine par une queue poly-U. Il se forme autour de ces U une 
couronne  heptamérique de protéines Lsm. Ces petits ARN associés à des protéines forment 
des complexes appelés snRNP ou « snurps » (small nuclear ribonucleoprotein particles) et 
interviennent dans l’excision-épissage des introns présents dans les pré-ARNm. 
(a)  Le mécanisme d’excision-épissage 
Excepté  le snARN U7, tous ces ARN composent le cœur de la machinerie d’épissage, 
appelé « spliceosome ». Celui-ci réalise l’opération d’excision-épissage. Au cours de cette 
étape de maturation, le pré-ARNm subira une série d’excisions-épissages qui consiste en 
l’élimination des introns (excision) et la ligation des exons bout à bout (épissage). Le 
mécanisme de l’excision-épissage se déroule en deux étapes qui mettent en jeu deux réactions 
de transestérification catalysées par le « spliceosome ». Dans un premier temps, l’attaque du 
OH en 2’ de l’A du site de branchement  de la jonction en 5’ entraîne le clivage de la liaison 
ester entre la fin de l’exon amont et le début de l’intron (Figure 5). Il se forme alors une 
nouvelle liaison entre le nucléotide à l’extrémité 5’ de l’intron et le OH resté libre en 2’ du 
ribose de l’A du site de branchement formant ainsi un lasso tandis que l’extrémité 3’ de 
l’exon reste libre. Dans un second temps, le 3’OH  de l‘exon libre attaque la liaison 
phosphodiester de la jonction intron-exon en 3’. Cette 2ème réaction de transestérification 
 
  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 5 : Mécanismes de l’excision-épissage des introns  des pré-ARNm (a) et 
dans le cas du précurseur de l’ARN ribosomique de T. tetrahymena (b). 
Les séquences conservées dans les ARN matures sont représentées par des rectangles rouges 
et les séquences éliminées par des traits noirs. Les nucléotides participant aux réactions ont 
été indiqués, de même que les snRNP renfermant les petits ARN nucléaires U1, U2 et U5.  
(Livre de Biochimie générale, Jacques-Henry Weil). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 6 : Représentation de l’assemblage et du recyclage du complexe 
d’épissage. 
(Adaptée de Grainger et al., 2005). 
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conduit à la soudure des deux exons et à la libération de l’intron en lasso qui sera par la suite 
dégradé par l’action de nucléases (Moore & Sharp, 1992). 
Le « spliceosome » est une machinerie moléculaire de plusieurs mega-daltons qui 
s’assemble autour du pré-ARNm formant dans un premier temps une particule inactive qui 
subira dans un second temps une activation catalytique. Il est composé de plus de 200 
protéines différentes et 5 snARN (U1, U2, U4, U5 et U6). Il forme un réseau très dynamique 
et complexe d’interactions ARN-ARN, ARN-protéines et protéines-protéines. Lors des 
premières étapes de l’assemblage du « spliceosome »,  la jonction exon-intron en 5’ est 
reconnue par U1 tandis que le site de branchement s’associe avec U2, formant ainsi le 
complexe A (Figure 6). Par la suite, la tri-snRNP U4/U6-U5 s’associe au pré-ARNm 
générant ainsi le complexe B inactif. Une série de réarrangements du complexe B va conduire 
à la production d’un spliceosome catalytiquement actif (le complexe B*). U6 remplace U1 à 
la jonction 5’, U4 et U6 se dissocient et U6 est donc libre de s’hybrider à U2 juxtaposant ainsi 
la jonction exon-intron en 5’ et le site de branchement, les deux réactifs utilisés lors de la 
première réaction de transestérification. U5 interagit avec les deux exons et permet 
l’alignement de ces derniers (Wahl et al, 2009).  
(b) Le « spliceosome » : une enzyme RNP ou un ribozyme ? 
De récentes expériences suggèrent que les réactions de transestérification sont 
catalysées par les composants ARN du « spliceosome » et que la structure U2/U6 formerait le 
site catalytique du « spliceosome ». Des expériences de mutagenèse ont identifié deux 
séquences conservées dans le snARN U6 essentielles à l’activité catalytique du spliceosome 
(Figure 7). Des mutations dans la boîte ACAGAGA et la triade AGC entraîne un blocage de 
la première ou de la seconde réaction de splicing (Yean et al, 2000). D’autre part, comme 
pour beaucoup de réactions enzymatiques, la présence d’un cation divalent semble nécessaire 
à la réaction d’excision-épissage. Or, des expériences de RMN de la tige boucle ISL 
(intramolecular stemloop) de U6 ont permis de mettre en évidence le capacité intrinsèque de 
l’ARN U6 de lier un ion métallique divalent possédant un rôle catalytique ou structural 
(Huppler et al, 2002). De plus, des fragments de U2 et U6 sont capables de reproduire in vitro 
et sans protéines une réaction semblable à la première étape de l’excision-épissage 
(Valadkhan & Manley, 2001; Valadkhan et al, 2007). Enfin, le potentiel catalytique des 
snARN a été renforcé grâce aux nombreuses similarités fonctionnelles et structurales 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7 : Parallèles structuraux entre les introns de groupe II et les snARN. 
a- Introns de groupe II. 
b- snARN de l’épissage. 
Les structures homologues dans les deux systèmes sont soulignées avec la même couleur. 
(Adaptée de Valdkhan et al., 2005). 
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rencontrées entre le spliceosome et les introns du groupe II. Ces derniers sont capables de 
s’auto-épisser par un processus autocatalytique ou l’élimination de l’intron  in vitro ne 
nécessite pas l’intervention de protéines. Les parallèles structuraux entre ISL de U6 et le 
domaine V des introns du groupe II conforte l’idée que les mécanismes mis en jeu lors de 
réactions catalytiques pourraient présenter de fortes ressemblances (Figure 7). De plus, il a 
été proposé que les introns de groupe II pourraient être des ancêtres du spliceosome actuel, 
certains domaines ARN ayant été remplacés par des protéines au cours de l’évolution. L’auto-
epissage des introns du groupe II serait catalysé par des ARN présents en cis et l’excision-
epissage des introns des pré-ARNm serait une réaction catalysée par des ARN pourvus en 
trans par les snARN (Valadkhan, 2005).  
Mais,  le fonctionnement du spliceosome en tant que ribozyme reste encore 
controversé compte tenu que de nombreux facteurs protéiques semblent impliqués dans 
l’assemblage et la stabilisation des structures snARN-pré-ARNm rentrant dans la composition 
du site catalytique actif. La protéine, Prp8, spécifique de la snRNP U5, est un candidat de 
choix comme co-facteur participant directement aux événements catalytiques lors de 
l’excision-epissage des introns. Prp8 est la protéine du « spliceosome » la plus grosse (2413 et 
2335 AA chez la levure et l’homme) et avec 61% d’homologie entre la protéine Prp8 de 
levure et humaine, elle est aussi la  plus conservée. Prp8 occupe une place centrale au cœur du 
site catalytique du spliceosome. C’est le seul facteur capable d’interagir avec tous les 
composants clé de la réaction catalytique, c’est-à-dire la jonction exon intron en 5’, SB, la 
jonction intron exon en 3’, U5 et U6 (Grainger & Beggs, 2005) (Figure 6). Des études 
récentes suggèrent que le spliceosome pourrait être une enzyme RNP. Récemment, l’analyse 
de la structure d’un domaine d’environ 250 acides aminés proche de l’extrémité C-terminale 
de  Prp8, connu comme interagissant avec la jonction exon intron en 5’, a révélé que ce 
domaine présentait une forte homologie avec le domaine de la RNase H (Pena et al, 2008; 
Ritchie et al, 2008; Yang et al, 2008) (Figure 8). De nombreuses mutations de Prp8 
suppressives des mutations dans la jonction exon-intron en 5’, SB, la jonction intron exon en 
3’ sont localisées au niveau du domaine RNase H. D’autre part, le mutant thermosensible U4-
cs1 séquestre le motif ACAGAGA de U6, l’empêchant d’interagir avec la jonction exon-
intron en 5’ et inhibant ainsi l’activation catalytique. Les suppresseurs capables de restaurer 
l’activation catalytique se retrouvent aussi au niveau de ce même domaine. Ces résultats 
semblent indiquer que ce domaine de Prp8 participe à la préparation et au positionnement des 
substrats  ainsi qu’aux réarrangements survenant durant l’activation catalytique (Pena et al, 
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Figure 8 : Structure du domaine RNase H de Prp8p.  
a- Représentation schématique de Prp8p illustrant les domaines structuraux et quelques 
mutations importantes. Les domaines RRM, RNase H et Jab1/MPN sont indiqués. Les 
mutations suppressives d’U4 cs1 sont indiquées en rouge (233-365, 608-687, 785-864, 1091-
1197, 1621-1878). Les mutations suppressives de mutations dans le site 5’ d’épissage (ss) 
sont indiquées en bleu (857-942, 1444-1621, 1817-1869, 2176-2364). Les mutations 
suppressives de mutations dans le site 3’ d’épissage (ss) sont indiquées en vert (1399-1618, 
1864-1870, 1960). Les résidus qui se lient de façon covalente au site 5’ d’épissage sont 
indiqués par un X. b- Structures en ruban du domaine RNase H de Prp8p issu de la levure. 
L’ensemble de la structure ressemble à une moufle. c- Modélisation de la liaison du domaine 
RNase H à son substrat (pre-ARNm). d- Interactions du pré-ARNm avec l’ARN U1 associé 
au site 5’ d’épissage et les ARN U4/U6 interagissant avec les site 5’ d’épissage via une 
liaison avec la séquence invariable ACAGAGA. Il est aussi montré la liaison altérée entre U4 
et U6 retrouvée dans le mutant U4 cs1.  
(Adaptée d’Abelson et al, 2008) 
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2008). La résolution de la structure du complexe U2 /U6 dépourvu de protéines par résonance 
magnétique nucléaire (RMN) a permis de mettre en évidence que l’interaction de U2 avec U6 
forme une « four-helix junction RNA » capable de rapprocher les régions catalytiquement 
importantes des snARNs (Sashital et al, 2004). Le domaine RNase H de Prp8 est capable de 
lier cette structure avec 5-10 fois plus d’affinité (Kd = 20µM) que  de l’ARN simple brin et 
double brin (Ritchie et al, 2008). La RNase H est une métallo-enzyme qui requière la liaison 
de deux cations métalliques au niveau de quatre carboxylates conservés, leur liaison 
nécessitant la présence du substrat (Nowotny et al, 2007). Différents groupes ont identifié la 
présence de deux résidus aspartates conservés (Asp1853 et Asp1854), proche du site de 
liaison de  la jonction exon-intron en 5’, et formant un site catalytique incomplet. Toutes 
tentatives de cristalliser ce domaine en association avec un ion métallique ont été vaines 
illustrant probablement la nécessité du substrat. D’autre part, des mutations de ces Asp ont 
entraîné une thermo- ou une cryo-sensiblilité (Pena et al, 2008; Ritchie et al, 2008) voire une 
létalité (Yang et al, 2008). Ces résultats soulèvent la possibilité que cette protéine intervienne 
chimiquement dans la réaction catalytique. Asp1853 et Asp1854 participeraient à la formation  
d’un site catalytique actif et composite au sein duquel ils assisteraient les snARN dans la 
coordination de la catalyse. En résumé, s’il parait clair aujourd’hui que les composants ARN 
et protéiques du spliceosome collaborent activement lors des étapes d’assemblage et 
d’activation catalytique, il n’est pas encore clairement établi qu’il en soit de même lors des 
réactions catalytiques mises en jeu lors de l’excision-epissage.  
Après avoir examiné le fonctionnement de cette machinerie moléculaire, nous allons 
maintenant nous intéresser aux mécanismes mis en jeu par la cellule afin de produire un des 
composants majeurs du « spliceosome », les snARN.    
(c) La biogenèse des snARN 
i  Couplage de la transcription avec la maturation de l’extrémité 3’ 
Les snARN transcrits par l’ARN polymérase II possèdent une coiffe guanosine 
monométhylée et leur transcrit primaire s’étend bien au delà de l’extrémité 3’-terminale de 
l’ARN mature. Les étapes de maturation de l’extrémité 3’ sont couplées à la transcription et 
nécessitent une séquence signal en cis ainsi que la phosphorylation du domaine C-terminal 
(CTD) de la grande sous-unité de l’ARN pol II (Medlin et al, 2003). Des intermédiaires 
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stables, appelés pre-snARN, sont ainsi générés et présentent une queue  de 5 à 10 nt à 
l’extrémité 3’. Malgré le fait qu’un couplage de la transcription avec ces étapes de 
maturations soit connu depuis longtemps, les facteurs responsables du clivage de ces 
transcrits non-polyadénylés n’ont été identifiés que récemment. Baillat et al ont découvert, 
dans des cellules embryonnaires humaines (HEK293), un complexe de 12 polypeptides qu’ils 
ont nommé « Integrator » et qui est capable de s’associer de façon stable avec l’ARN pol II et 
plus particulièrement avec le domaine CTD (Baillat et al, 2005). Parmi les nouveaux 
polypeptides ainsi découverts, Int11 et Int9 présentent une homologie de séquence avec 
CPSF-73 et CPSF-100 (« cleavage and polyadenylation specificity factor »). Ces deux 
facteurs sont connus comme essentiels au clivage correct et à la polyadénylation de 
l’extrémité 3’des ARNm ainsi qu’à la formation de l’extrémité 3’ des pré-ARNm des histones 
(Dominski et al, 2005; Kolev & Steitz, 2005). La déplétion par interférence à ARN de Int11 
provoque une accumulation de transcrits primaires, indiquant un défaut de maturation de 
l’extrémité 3’. D’autre part, Int11 pourrait être l’endonucléase responsable de ce clivage, 
compte tenu que la surexpression d’une construction contenant une mutation dans le site 
catalytique de l’enzyme inhibe la maturation de l’extrémité 3’ (Baillat et al, 2005). D’autre 
part, il a récemment été montré que la sérine-7 de la queue CTD de l’ARN pol II est tout 
particulièrement requise pour les étapes de maturation de l’extrémité 3’ et que sa 
phosphorylation facilite l’interaction du complexe « Integrator » avec la queue CTD (Egloff 
et al, 2007). Ces travaux soulignent la nécessité de ce résidu pour l’expression d’une classe de 
gène en particulier et étayent la possibilité de l’existence d’un code CTD (Egloff et al, 2007).  
La plupart des sous-unités du complexe « Integrator » possèdent  des homologues chez 
les Métazoaires, en revanche les auteurs n’en ont trouvé aucun chez la levure (Baillat et al, 
2005). Dans cet organisme, le couplage de la transcription avec les étapes de maturations 
ultérieures de l’extrémité 3’ semble être réalisé par le complexe Nrd1 (Steinmetz et al, 2001). 
Ce complexe, accompagné des protéines Nab3 et Sen1 ainsi que d’autres partenaires 
protéiques, se lie à la queue CTD de l’ARN pol II et est responsable de la formation de 
l’extrémité 3’ terminale des transcrits non polyadénylés comme les snARN ou les snoARN 
transcrits à partir de gènes indépendants (Sheldon et al, 2005; Thiebaut et al, 2006). 
La transcription pol III-dépendante du snARN U6 se termine par la synthèse d’une 
queue poly-U qui sert de signal de terminaison de la transcription pour l’ARN pol III. Cette 
queue poly-U va aussi lier la protéine La et ainsi conférer une plus grande stabilité à l’ARN 
nouvellement synthétisé et  faciliter l’assemblage de la snRNP (Wolin & Cedervall, 2002). 
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Par la suite, la protéine La va être remplacée par le « doughnut-like heteromer of seven Sm-
like proteins » (Lsm2, Lsm3, Lsm4, Lsm5, Lsm6, Lsm7 and Lsm8, figure 4) (Achsel et al, 
1999).  
ii   Export nucléaire : 
Tandis que le petit snARN U6  reste enfermé dans le noyau de la cellule, lieu où il est 
transcrit et où plus tard il interviendra dans l’épissage, la biogenèse des snARN-Sm s’avère 
un processus beaucoup plus complexe nécessitant le transport de ceux-ci dans des 
compartiments sub-cellulaires différents (Figure 9). En effet, ces snARN sont exportés dans 
le cytoplasme où auront lieu les étapes de maturation cytoplasmiques. Elles consistent en 
l’assemblage des protéines Sm, l’hyperméthylation de la coiffe en 5’ et à l’excision en 3’ de 
quelques nucléotides (Matera et al, 2007). 
Suite à la transcription et à la maturation de l’extrémité 3’, les snARN s’assemblent 
avec un complexe d’export constitué de CBC (« cap-binding complex », constitué par 
l’hétérodimère CBP80 et CBP20), la protéine adaptatrice PHAX (« phospsorylated adaptor 
for RNA export »), l’exportine-1 ou CRM-1 (« chromosome region maintenance-1 ») et la 
GTPase Ran (Ohno et al, 2000). La forme hyperphosphorylée, principalement nucléaire, de la 
protéine adaptatrice PHAX, en association avec CBP80 et CBP20, forme un pont entre le 
snARN et l’exportine-1. De l’autre coté de l’enveloppe nuclaire, le complexe d’export du 
snARN se dissocie suite à l’hydrolyse de GTP par Ran et à la déphosphorylation de PHAX, la 
forme hypophosphorylée de PHAX étant incapable de lier le snARN (Ohno et al, 2000). 
Récemment, Kitao et al ont identifié les sites de phosphorylation requis pour l’export des 
snARN. De plus, des expériences in vitro et in vivo ont permis de déterminer que la kinase et 
la phosphatase de PHAX sont respectivement la kinase CK2 et la phosphatase 2A. Enfin dans 
des cellules de mammifères ainsi que dans des ovocytes de Xénope, la kinase CK2 est 
principalement nucléaire tandis que la phosphatase 2A est presque exclusivement 
cytoplasmique (Kitao et al, 2008).  
De façon intéressante, PHAX est aussi impliquée dans le transport intranucléaire de 
certains snoARN, tels que U3, U8, U13 et l’ARN de la télomérase (Boulon et al, 2004; 
Watkins et al, 2004). En effet, avant de s’accumuler dans le nucléole, ces snoARN transitent 
par les CB ou les corps nucléolaires (levure), où ils sont modifiés et assemblés en RNP 
(Narayanan et al, 1999; Verheggen et al, 2002). Il a été montré que le précurseur du snoARN 
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à boîtes C/D U3, en se liant à PHAX, est dirigé vers les CB où il interagit avec la 
trimethylguanosine synthase-1 (TGS1) (Boulon et al, 2004; Watkins et al, 2004). Par la suite, 
U3 doit interagir avec CRM1 pour rejoindre le nucléole où il participe au clivage du pré-
ARNr (Boulon et al, 2004). Enfin, il n’est pas connu pour le moment si la régulation de 
l’activité de PHAX via la phosphorylation et la déphosphorylation est un mécanisme aussi 
impliqué dans le transport intranucléaire des snoARN. De plus, les mécanismes permettant la 
distinction entre les snARN, qui doivent être exportés dans le cytoplasme, et les snoARN qui 
doivent être conduit aux CB sont encore inconnus. 
D’autre part, il a été entrepris un crible génétique à grande échelle visant à identifier des 
facteurs impliqués dans le trafic intranucléaire et la localisation nucléolaire des snoARN chez 
S. cerevisiae (Qiu et al, 2008). Les protéines Nop4p, Prp21p, Tao3p, Sec14p et Htl1p sont 
importantes pour la localisation du snoARN U3 au nucléole. Mais la mutation de ces 
protéines génére aussi des défauts de certains stades de maturation du snoARN U3, indiquant 
que la maturation et le trafic des snoARN sont des processus liés (Qiu et al, 2008). 
De façon similaire au snARN, la coiffe de certains snoARN est convertie en coiffe tri-
méthylée. La triméthylguanosine synthase-1 (TGS1) est responsable de l’hyperméthylation 
des snARN et des snoARN à la fois chez la levure et chez les eucaryotes supérieurs 
(Mouaikel et al, 2002) Des études récentes ont établi qu’il existe deux isoformes de TGS1 : 
un isoforme pleine taille qui s’accumule dans le cytoplasme et modifie la coiffe des snARN ; 
et un isoforme court qui se concentre dans le noyau et semble être responsable de 
l’hyperméthylation des snoARN. De plus, les auteurs ont suggéré que cet isoforme court 
serait produit grâce à la maturation de l’isoforme pleine taille par le protéasome indiquant que 
la maturation par le protéasome pourrait réguler la spécificité de substrat, la localisation 
subcellulaire de certaines protéines (Girard et al, 2008). 
iii  Assemblage cytoplasmique des snARN avec les proteines Sm 
Dans le cytoplasme, le complexe protéique SMN (Survival Motor neuron) permet 
l’assemblage d’un anneau heptamérique formé par les proteines Sm autour d’une séquence 
d’ARN simple brin conservée (RAUUU/GUUGR) du pré-snARN, appelé site de liaison Sm 
(Figure 4) (Massenet et al, 2002; Paushkin et al, 2002). D’autre part, le complexe SMN 
s’accumule dans les CB où il s’associe aux snoARN C/D et H/ACA (Gall, 2003). De plus, il a 
été observé que le complexe SMN interagit avec la fibrillarine (protéine des snoRNP C/D) et 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 10 : Modèle d’assemblage des snRNP et les structures intermédiaires 
clés. 
a- La chaperone pICln lie initialement D1/D2 et D3/B (1 et 2). EFG est ensuite recruté par le 
complexe pICln/D1/D2 pour former le complexe 6S (3). Transfert des protéines Sm liées au 
complexe pICln vers le complexe SMN (4). Le complexe SMN permet ensuite l’association à 
l’ARN, la fermeture de l’anneau et la libération de la RNP (5). b- Modèles structuraux en 
microscopie électronique des intermédiaires de la réaction d’assemblage. Le complexe 6S 
forme un anneau fermé. Le 7S maintien les protéines Sm dans une conformation ouverte, et le 
8S représente une transition entre le 6S et le 7S. Le domaine cœur assemblé est issu des 
modélisations par EM des snRNP cœur.  
(Adaptée de  Chari et al, 2008).  
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Gar1 (protéine des snoRNP H/ACA) via les même domaines que ceux utilisés pour la liaison 
et l’assemblage des snRNP (Jones et al, 2001; Pellizzoni et al, 2001). Enfin, le complexe 
SMN est requis pour l’accumulation de U3, illustrant une fois de plus l’échange des facteurs 
impliqués dans la biogenèse de différentes RNP (Watkins et al, 2004). 
En complément du complexe SMN, un autre facteur est requis pour l’assemblage des 
protéines Sm ; il s’agit du complexe PRMT5 (protein arginine methyltransferase 5) qui 
recrute les protéines Sm via sa sous-unité plCln. Des études récentes ont démontré que plCln 
fonctionne comme une chaperonne spécifique des protéines Sm, en formant avec ces derniers 
un anneau incapable de se lier au snARN. Par la suite, le complexe SMN remplace plCln au 
sein de l’anneau et catalyse le transfert des protéines Sm sur le pré-snARN (Chari et al, 2008) 
(Figure 10).  
Suite à l’association des proteines Sm, qui constitue un pré-requis pour la réalisation 
des étapes suivantes de maturation, la proteine TGS1 avec l’aide du complexe SMN va 
hypermethyler le snARN pour former la coiffe 2,2,7-triméthylguanosine (Mouaikel et al, 
2002). D’autre part, le snARN subit une suppression de quelques nucléotides à son extrémité 
3’ due à l’action d’une exonucléase putative (Huang & Pederson, 1999). 
iv  Import nucléaire : 
Les snARN contiennent deux signaux de localisation nucléaire : la coiffe trimethylée 
et les proteines Sm. La réimportation  des snRNP dans le noyau nécessite la reconnaissance 
de la coiffe trimethylée par la protéine adaptatrice snurpotin-1 (SNP1) (Palacios et al, 1997) 
tandis que le complexe SMN sert de protéine adaptatrice pour les protéines Sm du snARN 
(Narayanan et al, 2004). Les deux protéines adaptatrices interagissent avec l’importine β 
(Narayanan et al, 2004; Palacios et al, 1997).    
A leur retour dans le noyau, les snARN transitent par les CB avant de rejoindre les 
fibrilles périchromatiniennes (Sleeman & Lamond, 1999). Dans les CB, les snARN U1, U2, 
U4 et U5 subissent des pseudo-uridylations et des 2’-O- méthylations réalisées par les 
scaARNs, qui s’accumulent dans les CB (Jady et al, 2003). 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 11 : Les Corpuscules de Cajal ou Cajal Bodies (CB). 
a- Dessin original de Cajal montrant deux neurones pyramidaux issus du cortex cérébral humain. Sont  indiqués 
les corps accessoires (a), le nucléole (b) et les « speckles » nucléaires (c) dans le noyau. b- Colorisation de 
neurones réalisée par la méthode de Cajal. Le nucléole, le CB et les fibres neuronales apparaissent colorés. c- 
Coupe d’un ganglion sensoriel coloré avec la méthode de Cajal. Les différences d’affinités pour l’argent entre le 
nucléole et le CB sont facilement observables. d- Observation par EM d’un CB après coloration à l’argent d’un 
neurone de rat. On peut voir que l’argent se dépose au niveau du collier de perles du Cajal Body d’où le nom de 
« coiled bodies » en anglais. 
(Adaptée de Cioce et Lamond, 2005).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 12 : Observation de corpuscules de Cajal (CB) et de Promyelocytic 
Leukaemia bodies (PML) dans des cellules humaines. 
Un anticorps anti-coiline permet la visualisation des CB (rouge) qui apparaissent comme des foci sphériques 
distribués dans le nucléoplasme. Les PML sont détectés par un anticorps anti-PML (vert). Ces deux corpuscules 
pouvant être très proche (*). L’ADN est coloré au DAPI (bleu).  
(Adaptée de Cioce et Lamond, 2005).  
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2) scaARN 
Les corpuscules de Cajal (CB) sont des domaines nucléaires multifonctionnels et 
conservés au cours de l’évolution (Gall, 2003). Ils furent observés pour la première fois dans 
des neurones de rat par Ramon y Cajal  en 1903. Dans les années 60, cette structure a été 
redécouverte grâce à la microcopie éléctronique. Leur apparence en collier de perles leur a 
aussi conféré le nom de « coiled body » (Figure 11 et 12). Ces corps nucléaires d’un diamètre 
de 0.2 à 2 µm sont présents dans de nombreux types cellulaires à raison de 1 à 10 CB par 
cellule et sont retrouvés chez différents mammifères, les insectes (Richard et al, 2003), les 
amphibiens (Gall et al, 1995) et les plantes (Acevedo et al, 2002). De plus, il est possible 
d’observer des structures apparentées aux CB dans le nucléole de S. cerevisiae et baptisées les 
« nucleolar bodies » (Verheggen et al, 2002). 
Les CB sont le lieu de biogenèse de différentes RNP comme les snRNP, les snoRNP 
ou la télomérase (Matera et al, 2007). Les CB sont aussi le lieu d’accumulation d’une classe 
d’ARN non-codant particulière, appelée les scaARN (Darzacq et al, 2002; Kiss et al, 2002; 
Lestrade & Weber, 2006). Les scaARN guident la pseudo-uridylation et la 2’-O-méthylation 
des snARN dans les CB (Jady et al, 2003) et leur biogenèse est schematisée dans la figure 9. 
Les scaRNP et notamment la télomérase sont détaillés dans la revue ci-jointe : Biogenesis and 
Intranuclear Trafficking of Human Box C/D and H/ACA RNPs (Kiss et al, 2006). Ici, je 
m’attarderai sur les travaux récents qui ont contribué à une meilleure connaissance de ces 
RNP. 
(a) Une nouvelle protéine : la « CAB box-binding protein » 
Précédemment, Richard et collaborateurs avaient démontré que les scaARN possèdent 
un motif de localisation aux CB, appelé la «CAB box ». Deux copies de cette séquence 
consensus (UGAG) sont localisées dans la boucle terminale des tiges-boucles 5’ et 3’ des 
scaARN de mammifères, de plantes et d’insectes possédant un domaine H/ACA (Figure 13). 
La mutation de la «CAB box » entraîne une relocalisation de ces scaARN dans le nucléole. A 
l’inverse, les snoARN, qui s’accumulent normalement dans le nucléole, peuvent être 
séquestrés dans les CB suite à l’introduction de la séquence ectopique UGAG dans la boucle 
apicale de leur tige-boucle (Richard et al, 2003).  
  
 
 
 
Figure 13 : Les divers scaARN (Spécifiques des corpuscules de Cajal) humains. 
a- Schématisation de l’organisation structurale des scaARN. La position des éléments des 
boîtes conservées est indiquée. Les scaARN à boîtes H/ACA possèdent un élément de 
localisation aux CB (CAB box) qui se situe dans la boucle terminale des tiges-boucles situées 
en 5’, en 3’ ou sur les deux.   
b- Conversation de la séquence de la « CAB box » des scaARN chez les Vertébrés. 
(Adaptée de Kiss et al, 2006). 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 14 : Les scaARN à boîtes C/D chez D. melanogaster. 
a- Séquences primaires et structures secondaires prédites de plusieurs scaARN. Les résidus 
conservés constituant la CAB box sont entourés de rouge. Les boîtes C et D sont en noires 
tandis que les boîtes C’ et D’ sont en gris. Les 2’-O méthylation des snARN sont indiquées 
par un « m ». b- Comparaison des séquences des boîtes CAB issues de divers types de 
scaARN. 
(Adaptée de Tycowski et al, 2009).  
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Figure 15 : Localisation nucléaire de l’ARN de la télomerase humaine (hTR). 
a- Représentation de la structure de hTR et de son domaine CR7. b- Co-localisation de hTR 
sauvage avec la coiline dans les Cajal bodies (cliché du haut). Co-localisation de hTR muté au 
niveau de la boîte CAB avec la fibrillarine, dans le nucléole (cliché du bas). 
(Adaptée de Jady et al, 2004). 
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Des travaux récents ont permis l’identification d’une séquence consensus 
(cgaGUUAnUg), constituant le signal de localisation  aux CB des scaARN C/D chez la 
Drosophile et bien que différente, elle est apparentée à la « CAB box » présente dans les 
scaARN H/ACA humains (Figure 14) (Tycowski et al, 2009). D’autre part, ces mêmes 
travaux ont identifié une protéine, contenant des répétitions WD40, capable d’interagir avec la 
« CAB box » des scaARN C/D de drosophile. Cette protéine présente des homologues chez 
de nombreux vertébrés, invertébrés, protistes et aussi chez différentes espèces de levure. 
hWDR79, l’homologue humain, s’associe, de façon dépendante de la « CAB box », avec les 
scaARN à boîtes C/D et H/ACA, les scaARN mixtes et aussi l’ARN de la télomérase dans des 
cellules humaines. De plus, la liaison de WDR79 aux scaARN mixtes requière aussi le motif 
ACA, soulevant la possibilité que WDR79 interagisse avec les protéines cœur des snoRNP. 
En accord avec les études précédentes, l’introduction de mutations dans la « CAB box » des 
scaARN H/ACA humain, altérant la liaison de WDR79, entraîne leur relocalisation dans le 
nucléole. Enfin, de façon intéressante, la protéine WDR79 s’associe aussi aux ARN H/ACA 
guidant la modification du snARN U6. Tandis qu’il a été démontré que l’ARN U6 est modifié 
dans le nucléole (Ganot et al, 1999), les ARN H/ACA guidant la modification de U6 
contiennent tous un motif CAB, suggérant qu’ils pourrait s’accumuler dans les CB (Lestrade 
& Weber, 2006). Collectivement, ces études ont permis l’identification du facteur responsable 
de la localisation dans les CB des scaRNP.    
(b) L’ARN de la télomérase 
Comme décrit dans la revue présentée ci-dessous, l’ARN de la télomérase humaine 
possède aussi le motif CAB et  se localise dans les CB ce qui lui a donné le nom de scaARN 
(Figure 15). L’ARN de la télomérase se lie notamment à la reverse transcriptase, qui catalyse 
l’élongation des télomères et à la dyskérine. En accord avec les résultats discutés dans la 
section précédente, une étude indépendante a montré que l’ARN de la télomérase  interagit 
avec une nouvelle protéine, qu’ils ont appelé TCAB1 « telomerase Cajal body protein 1 », et 
qui s’accumule dans les CB (Venteicher et al, 2009). TCAB1 s’associe avec le complexe de la 
télomérase actif, les composants de la télomérase et aussi avec les scaARN. TCAB1 
correspond à la protéine appelée WDR79 dans les travaux précédents. Enfin, de même que 
pour les scaARN, la délétion de cette protéine empêche la localisation de l’ARN de 
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télomérase mais aussi l’association de la télomérase au télomères, et conduit donc à 
l’inhibition de l’élongation des télomères par la télomérase (Venteicher et al, 2009). 
En conclusion, il semble donc que TCAB1 régule la localisation nucléaire de l’ARN 
de la télomérase et par conséquent qu’elle est requise pour l’élongation des télomères dans les 
cellules humaines. 
(c) La biogenèse des scaARN 
La biogenèse des scaARN sont détaillés dans la revue : Biogenesis and Intranuclear 
Trafficking of Human Box C/D and H/ACA RNPs (Kiss et al, 2006). 
3) snoARN 
(a) La diversité fonctionnelle des ARN à boîtes C/D et H/ACA 
Tandis que les cellules eucaryotes contiennent environ une douzaine de snARN, elles 
renferment plus de 200 ARN à boîtes C/D et H/ACA différents (Lestrade & Weber, 2006). 
Bien que le tout premier petit ARN nucléolaire (snoARN ou small nucleolar RNA) ait été 
identifié il y a plus de 40 ans, l’émergence de leur diversité architecturale et fonctionnelle date 
de ces quinze dernières années (Gerbi et al, 2001; Kiss, 2002; Lafontaine & Tollervey, 1998). 
De nombreux ARN non-codants sont capables de guider la modification chimique d’autres 
ARN cellulaires. Ces ARN sont connus sous le nom d’ARN guides et interagissent avec leur 
ARN cible par l’intermédiaire de liaisons de type Watson-Crick positionnant ainsi le substrat 
(nucléotide à modifier) dans le site catalytique de l’enzyme. L’utilisation d’ARN guide de 
modification nécessite un réseau extrêmement complexe d’interactions ARN-ARN, ARN-
protéine et protéine-protéine qui assureront ensemble l’efficacité et la spécificité des enzymes.  
Les snoARN modifient les ARNr chez les Archae, les Eucaryotes et les Trypanosomes 
(Kiss, 2002; Tran et al, 2004; Uliel et al, 2004). Ces RNP modifient des régions 
fonctionnellement importantes dans l’ARNr, comme le centre peptidyl transférase ou le centre 
de décodage de l’ARNm, et les deux types de modification sont avantageuses pour la fonction 
du ribosome (Decatur & Fournier, 2003; King et al, 2003).  Mais, des ARN C/D et H/ACA 
sont aussi responsables de la modification des snARN chez les Eucaryotes (scaARN) (Jady et 
  
Figure 16 : Structures des ARN des protéines cœur des RNP à boîtes C/D et 
H/ACA. 
a- ARN et protéines cœur des guides de méthylation à boîtes C/D. Sont représentées ci-dessus 
les structures secondaires des ARN C/D des Archées (i) et des Eucaryotes (ii). Les séquences 
des boîtes C et D ainsi que les boîtes internes C’ et D’ sont indiquées. Les ARN cibles (vert) 
sont appariés aux ARN guides. Le nucléotide méthylé de l’ARN cible est indiqué (bleu). Les 
protéines cœur de ces RNP sont énumérées pour les Archées et les Eucaryotes en indiquant 
leurs homologues. b- ARN et protéines cœur des guides de pseudo-uridylation à boîtes 
H/ACA. Sont représentées ci-dessus les structures secondaires des ARN H/ACA des Archées 
(i) et des Eucaryotes (ii). Les séquences des boîtes H/ACA sont indiquées. Les ARN cibles 
(vert) sont appariés aux ARN guides. Le nucléotide non apparié et modifié de l’ARN cible est 
indiqué (nrouge). Les protéines cœur de ces RNP sont énumérées pour les Archées et les 
Eucaryotes en indiquant leurs homologues. 
(Adaptée de Tran et al, 2004). 
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al, 2003), des ARNt chez les Archae (Dennis & Omer, 2005), de la séquence « spliced leader 
RNAs » chez les trypanosomes (Uliel et al, 2004) et d’au moins un ARNm exprimé 
spécifiquement dans le cerveau (Cavaille et al, 2000).  
D’autre part, les snoRNP ne fonctionnent pas uniquement dans la modification des 
ARNr et certains snoRNP de chaque classe participent aussi aux événements de clivage du 
préARNr (Bachellerie et al, 2002; Terns & Terns, 2002). Ces derniers sont les seuls requis 
pour la viabilité cellulaire in vivo (Beltrame & Tollervey, 1995; Morrissey & Tollervey, 1993) 
(voir chapitre III). De plus, comme nous avons vu précédemment, l’ARN de la télomérase 
possède des boîtes H et ACA et est requis pour l’élongation des télomères. Enfin, il existe un 
groupe substantiel d’ARN ne présentant aucune complémentarité avec les ARN cibles 
identifiés jusqu’à maintenant, laissant la possibilité que les ARN C/D et H/ACA fonctionnent 
dans des processus cellulaires encore plus diversifiés (Huttenhofer et al, 2002; Marker et al, 
2002).  
Par la suite, nous allons nous intéresser aux ARN C/D et H/ACA guidant la 
modification d’ARN cible. Nous verrons que cette fonction est ancienne. D’autre part, nous 
discuterons l’anatomie des ces ARN, leur assemblage en particules fonctionnelles et enfin la 
biogenèse de ces particules en rapport avec le trafic intracellulaire. 
(b) Evolution : 
Les snoARN à boîtes C/D et H/ACA ne présentent pas d’homologues chez les 
bactéries. Dans ces organismes, les réactions de pseudo-uridylation et de méthylation sont 
catalysées uniquement par des protéines paralogues qui agissent seules et ne nécessitent pas 
d’ARN guide pour spécifier le nucléotide à modifier ou de protéines accessoires (pour 
revue :(Cheng & Roberts, 2001; Hamma & Ferre-D'Amare, 2006)).  Ces enzymes, appelées 
en langue anglaise « stand-alone enzymes », sont responsables de la modification des ARNt et 
des ARNr et présentent une grande homologie avec les protéines cœur des snoARN indiquant 
la possibilité qu’elles aient évolué à partir d’un ancêtre commun protéique (Lafontaine & 
Tollervey, 1998). De façon intéressante, l’on trouve beaucoup moins de pseudo-uridines et de 
2’-O- méthylriboses dans l’ARNr bactérien. En effet, il y a quatorze sites de modification 
dans l’ARNr bactérien contre 100 dans celui de la levure et 200 dans celui de l’Homme 
(Maden, 1990). Il semblerait que la séparation de l’activité enzymatique et de la sélection du 
nucléotide cible ait permis l’augmentation du nombre de sites modifiés. Contrairement aux 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 17 : Le « Kink-turn » (K-turn), un motif d’ARN conservé au cours de 
l’évolution. 
(a,b) La structure secondaire consensus du K-turn et cœur terminal des boîtes C/D adoptant 
une structure similaire au K-turn. Ce motif est constitué d’une tige I ou tige canonique (vert) 
et d’une tige II ou tige non canonique (bleu) qui entourent une bulle asymétrique (5+2). La 
liaison hydrogène entre les bases appariées GA (rouge) de la bulle asymétrique est 
caractéristique du motif K-turn et est essentielle à son repliement. Les tiges I et II, les 
appariements G·A et le nucléotide protubérant (jaune) sont montrés avec les même couleurs 
dans les différents panels. (c,d) Deux K-loop retrouvés au sein des sARN à boîtes H/ACA et 
C’/D’d’archées. 
(Adaptée de Tran et al, 2004) 
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enzymes « stand-alone », l’utilisation d’ARN guide confère une plus grande polyvalence dans 
la sélection du nucléotide à modifier.  
En revanche, les snoRNP à boîtes C/D et H/ACA sont présents chez tous les 
eucaryotes et ont aussi été découverts chez les Archées, où ils sont appelés sRNP (Dennis & 
Omer, 2005; Omer et al, 2003). Les sRNP ont la capacité de modifier les ribonucléotides des 
ARNr et des ARNt (Clouet d'Orval et al, 2001). Le composant ARN des sRNP est 
généralement plus court que celui des snoRNP eucaryotes. De plus, les Archées possèdent des 
homologues fonctionnels de chacune des protéines cœur des snoRNP, qui présentent une forte 
homologie de séquence avec celles des eucaryotes (Figure 16) (Amiri, 1994; Omer et al, 
2003; Watanabe & Gray, 2000). Par conséquent, les mécanismes moléculaires de la formation 
des pseudo-uridines et des 2’-O-méthylations sont anciens (2 à 3 milliards d’années) et ont été 
conservés au cours de l’évolution.  
(c) Fonction et anatomie des snoRNP à boîtes C/D et H/ACA 
Les snoARN utilisent des séquences complémentaires capables de s’hybrider à l’ARN 
cible et peuvent être divisés en deux familles sur la base de la présence de motifs conservés. 
Un groupe de snoARN possède la boîte C (RUGAUGA) et la boîte D (CUGA) et sont donc 
appelés les snoARN à boîtes C/D. De plus, la plupart des snoARN à boîtes C/D contiennent 
d’autres séquences conservées, les boîtes C’ et D’, qui sont localisées dans la région centrale 
des ces snoARN. Un autre groupe comporte la boîte H (ANANNA) et la boîte ACA et sont 
donc nommés les snoARN à boîtes H/ACA. Ces derniers adoptent une structure secondaire 
conservée formée de deux tiges-boucles qui sont séparées par une région d’ARN simple brin, 
appelée « hinge » et contenant la boîte H. La seconde tige-boucle est suivi par un segment 
simple brin, formé de la boîte ACA, elle-même trois nt en amont de l’extrémité 3’-terminale 
du snoARN mature (Figure 18). Les motifs spécifiques à chacune des deux familles sont bien 
conservés des Archées jusqu’au Vertébrés et sont essentiels à l’assemblage de snoRNP 
fonctionnelles (Henras et al, 2004b; Maxwell & Fournier, 1995; Tollervey & Kiss, 1997). 
Dans chacune de ces classes, la formation de courtes tiges permet le rapprochement des boîtes 
conservées, constituant ainsi les motifs structuraux essentiels au recrutement de protéines 
spécifiques à chacune des deux familles et conduisant ainsi à la formation de particules 
ribonucléoprotéiques (RNP). Les protéines Nop56p, Nop58p, 15.5 kDa/Snu13p et la 
fibrillarine se lient aux snoARN à boîtes C/D via le motif structural formé par la juxtaposion 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 18 : La plupart des petits ARN nucléolaires ont des fonctions de guides 
dans les modifications post-transcriptionnelles des ARN ribosomiques et des 
petits ARN nucléaires. 
a- Les snoARN à boîtes C et D sélectionnent les sites de méthylation en postion 2’-O du 
ribose : Les snoARN guides de méthylation en position 2’-O du ribose contiennent un ou 
deux éléments « antisens », capables de former une double hélice d’ARN parfaite avec l’ARN 
cible. Cette interaction place la boîte D ou D’ du snoARN à une distance de cinq bases de la 
position qui sera méthylée. b- Sélection des uridines  pseudo-uridylées par les snoARN à 
boîtes H/ACA : Le snoARN interagit avec son ARN cible au niveau de la poche de pseudo-
uridylation. Dans cette structure, l’uridine cible (), occupe invariablement la même position 
à la base de l’hélice qui ferme la boucle de reconnaissance du snoARN. 
(Adaptée de Kiss et Darzacq, Médecine Science, 2001). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 19 : Synthèse de nucléotides méthylés en position 2’-O du ribose et de 
pseudo-uridines. 
La pseudo-uridine est issue d’une rotation de 180° de la base d’une uridine. Elle fût 
longtemps considérée comme le « cinquième nucléotide » de l’ARN. La méthylation des 
quatre nucléotides en position 2’-O sur le ribose (en rouge), constitue la modification post-
transcriptionnelle la plus fréquente des ARN cellulaires. 
(Issue de Kiss et Darzacq, Médecine Science, 2001). 
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des boîtes C et D. La protéine 15.5 kDa/Snu13p interagit directement avec le motif des boîtes 
C/D qui forme une structure secondaire particulière connue sous le terme de « kink-turn » (K-
turn) (Klein et al, 2001; Vidovic et al, 2000). Tandis que, chez les Archées, les boîtes C/D et 
C’/D’ possèdent un K-turn, les boîtes C’ /D’ eucaryotes sont moins conservées et souvent ne 
présentent pas de motif K-turn (Figure 17). Les snoARN à boîtes H/ACA, quant à eux, sont 
associés à la dyskérine/Cbf5p, Gar1p, Nhp2p et Nop10p. Les sARN à boîtes H/ACA des 
Archées contiennent une à trois tiges-boucles avec des motifs moins conservés ANA. De plus, 
le sARN H/ACA comporte un motif K-turn dans la région apicale des tiges-boucles 
(Rozhdestvensky et al, 2003), qui n’a jamais été observé chez les snoARN eucaryotes. 
Récemment, il a été observé que, chez les Archées, un sARN guide pouvait modifier jusqu’à 
trois uridines cibles différentes (Muller et al, 2008).  
La biogenèse des ARNr comprend une étape durant laquelle certains ribonucléotides 
sont soigneusement sélectionnés pour subir des modifications chimiques post-
transcriptionnelles, principalement des pseudo-uridylations et des 2’-O- méthylations (Figure 
19). Les snoRNP à boîtes C/D guident la méthylation du groupement hydroxyle en  2’ du 
ribose du nucléotide à modifier (2’-O- méthylation) (Cavaille et al, 1996; Kiss-Laszlo et al, 
1996; Tycowski et al, 1996), tandis que les snoRNP à boîtes H/ACA guident la conversion 
d’une uridine cible en pseudo-uridine (Ganot et al, 1997; Ni et al, 1997). Ces deux classes 
d’ARN guides spécifient les sites de modifications en se liant directement à l’ARN cible par 
appariement de bases.  Les snoARN guidant la 2’-O- méthylation établissent de longues 
hélices (10-21bp) tandis que ceux guidant la pseudo-uridylation forme deux courtes hélices 
(3-10 bp) avec les séquences des ARN cibles (Figure 18). Lors de cette interaction, le 
nucléotide à modifier occupe invariablement la même position par rapport aux motifs 
conservés. En effet, le nucléotide 2’-O-méthylé se trouve apparié au 5ème nt en amont de la 
boîte D ou D’ du snoARN et le nucléotide pseudo-uridylé est situé 15 nt en amont des boîtes 
H ou ACA, ceci constituant l’information structurale nécessaire à la sélection du nucléotide à 
modifier. Les séquences cibles s’hybrident aux snoARN à boîtes H/ACA au niveau d’une 
boucle interne, localisée au milieu des deux tiges-boucles et appelée la poche de pseudo-
uridylation. Par la suite, le transfert du groupe méthyle et l’isomérisation de l’uridine en 
pseudo-uridine sont respectivement catalysés par la fibrillarine/Nop1p et par la 
dyskérine/Cbf5p (Hoang & Ferre-D'Amare, 2001; Wang et al, 2000). L’insertion de mutations 
dans ces enzymes entraîne des défauts d’activité des snoRNP (Tollervey et al, 1993; 
Zebarjadian et al, 1999). Bien que ces deux enzymes soient les seules protéines responsables 
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de la catalyse, l’ensemble des protéines cœur des snoRNP est requis pour l’activité 
catalytique, la stabilité (à l’exception de Gar1p) et la localisation nucléolaire de la RNP 
(Filipowicz & Kiss, 1993; Meier, 2005; Reichow et al, 2007). 
La protéine eucaryote 15.5 kDa/Snu13p est l’homologue de la protéine ribosomique 
d’archée L7Ae et la protéine Nop5 d’archée remplace Nop58 et Nop56 (Kuhn et al, 2002; 
Newman et al, 2000). Chez les Eucaryotes, les protéines cœur sont essentielles à l’activité des 
snoRNP à boîtes C/D et à leur localisation nucléolaire (Gautier et al, 1997; Verheggen et al, 
2001; Watkins et al, 2002). En revanche, Nop56 n’est pas indispensable in vivo à la stabilité 
du snoARN (Lafontaine & Tollervey, 1999; Lafontaine & Tollervey, 2000; Watkins et al, 
2000). 
Outre la protéine Cbf5p, les snoARN H/ACA s’associent avec les protéines Gar1p, 
Nhp2p et Nop10p dans la snoRNP mature. De même que pour la protéine 15.5kDa/Snu13p, la 
protéine L7Ae est l’homologue fonctionnel de Nhp2 chez les Archées (Rozhdestvensky et al, 
2003). Chez la levure, les quatres protéines cœur H/ACA sont essentielles à la viabilité 
cellulaire et à l’activité des snoRNP et à l’exception de Gar1, elles sont aussi requises in vivo 
pour la stabilité des snoARN H/ACA (Bousquet-Antonelli et al, 1997; Girard et al, 1992; 
Henras et al, 1998; Lafontaine et al, 1998a; Watkins et al, 1998). 
(d) Architecture et assemblage des snoRNP à boîtes C/D et à boîtes 
H/ACA 
La fibrillarine  et la dyskérine ont été identifiées comme étant respectivement la 
méthyltransférase et la pseudo-uridine synthase sur la base d’homologie de séquence avec 
leurs homologues bactériens. La reconstitution in vitro de sRNP à partir des protéines 
purifiées des archées et de sARN transcrit in vitro a permis entre autre de démontrer le rôle 
enzymatique de ces protéines (Charpentier et al, 2005; Omer et al, 2002). De plus, des 
analyses cristallographiques de ces enzymes ont confirmé l’homologie structurale existant 
entre elles et les enzymes « stand-alone » bactériennes (Hoang & Ferre-D'Amare, 2001; Wang 
et al, 2000).  
  
 
 
 
 
Figure 20 : Architecture des sno(s)RNP à boîtes C/D. 
A- La sRNP C/D d’archées s’assemble avec une copie de chaque protéine cœur (L7Ae en 
orange, Nop5 en bleu et fibrillarine en rouge) à chacun des deux motifs C/D et C’/D’ (bleu) 
du sARN (gris) et guide la méthylation d’un nucléotide de l’ARN cible (rose) à chacun des 
deux sites. La structure quaternaire du complexe fibrillarine-Nop5 devrait positionner deux 
sites catalytiques de la fibrillarine (étoile jaune) à une distance d’environ 80 Å. En 
contradiction avec cette observation, la distance entre les boîtes C/D et C’/D’ du sARN est 
très conservée et seulement d’environ 25-35 Å, suggérant  que les interactions « coiled-
coiled » de Nop5 (transparent) pourrait être réorganisées ou perturbées au sein de la particule 
assemblée. B- Il est proposé que la snoRNP C/D des Eucaryotes s’assemble en une structure 
pseudo-symétrique. Contrairement à la protéine L7Ae, la protéine Snu13/15.5kDa semble se 
lier uniquement aux boîtes C/D du snoARN. Les paralogues de Nop5, Nop56 et Nop58, 
reconnaissent respectivement les boîtes C et C’, tandis qu’une copie de la fibrillarine interagit 
avec chacune des boîtes D et D’, ce qui est en accord avec son rôle dans le centre catalytique 
(étoile jaune). 
(Adaptée de Reichow et al, 2007). 
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i  Les snoRNP à boîtes C/D  
La résolution de la structure cristallographique de la fibrillarine provenant de 
Methanococcus jannaschii (Archées)  a mis en évidence la forte homologie structurale 
existant entre cette protéine et les enzymes capables de catalyser le transfert d’un groupement 
méthyle sur divers substrats en utilisant le co-facteur, la S-adénosylméthionine (AdoMet) 
(Wang et al, 2000). Le domaine catalytique des methyltransférases est formé de 7 feuillets β 
centraux entourés de 3 hélices α de chaque coté. Malgré leur homologie structurale, les 
methyltransférases présentent peu de conservation de séquences excepté dans les régions 
conservées (motifs I-IV) permettant la fixation de l’AdoMet et sous-tendant l’activité 
catalytique (Cheng & Roberts, 2001). Les résidus impliqués dans la reconnaissance de 
l’AdoMet sont conservés chez les Archées et les Eucaryotes et occupent des positions 
similaires, suggérant que le mécanisme catalytique de cette enzyme est ancien et conservé 
(Reichow et al, 2007).  
Les mécanismes de reconnaissance du duplex d’ARN formé par l’interaction du 
snoARN avec l’ARN cible par la fibrillarine pourrait ressembler à ceux des méthylases avec 
l’ADN double brin. Une des caractéristiques communes aux méthylases de l’ADN est leur 
capacité à exposer vers l’extérieur (« base-flipping ») le nucléotide à modifier, le rendant ainsi 
accessible à l’enzyme (Cheng & Roberts, 2001). Il est possible qu’un tel mécanisme soit mis 
en jeu lors de l’interaction du snoARN avec sa cible. 
In vitro, la fibrillarine d’Archée est incapable d’interagir directement avec le sARN 
indiquant qu’elle a besoin d’interagir avec les protéines cœur des snoRNP C/D pour être 
recrutée par le snoARN C/D (Omer et al, 2002). Mais, comme l’indiquent des expériences de 
cross-linking aux UV sur des snoRNP eucaryotes, la fibrillarine est capable d’interagir avec 
les boîtes C’/D’ et D (Cahill et al, 2002). 
Chez les Archées, l’association de la fibrillarine avec l’ARN guide C/D dépend de la 
formation d’un pont formé par les autres protéines spécifiques des ARN C/D, L7Ae et 
Nop56/58 (Bortolin et al, 2003; Omer et al, 2002; Rashid et al, 2003). La protéine L7Ae se lie 
au motif « K-turn » et initie l’assemblage de la RNP C/D au niveau des motifs C/D et 
C’/D’(Kuhn et al, 2002; Omer et al, 2002). Ce rôle dans l’initiation de l’assemblage de la 
RPN C/D est conservé chez les eucaryotes et rempli par la protéine 15.5 kDa (Schultz et al, 
2006; Watkins et al, 2002). D’autre part, la protéine 15.5 kDa/Snu13 se lie spécifiquement au 
motif très conservé C/D mais pas au motif C’/D’, étant donné que ce second motif bien 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 21 : Structure du complexe Cbf5, Gar1 et Nop10. 
Sont représentés ci-dessus en vert, le domaine catalytique de Cbf5; en bleu turquoise, son 
domaine PUA; en orange, sa queue N-terminale; en rouge  Nop10 et en bleu Gar1. 
(Adaptée de Rashid et al, 2005). 
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souvent ne présente pas de « K-turn » (Szewczak et al, 2002). L’interaction de L7Ae avec le 
sARN semble créer un site de liaison qui est reconnu par la protéine Nop56/58 (Schultz et al, 
2006). La protéine Nop56/58 recrute à son tour la protéine catalytique pour former un 
complexe fonctionnel (Figure 20). 
ii  Les snoRNP à boîtes H/ACA  
01 La pseudo-uridine synthase : dyskérine/Cbf5 
Comme suggéré par l’homologie de séquence, la structure de Cbf5 est similaire à celle 
de TruB, la pseudo-uridine synthase bactérienne qui catalyse l’isomérisation de U55 dans la 
boucle T des ARNt (Hoang & Ferre-D'Amare, 2001). Comme TruB, Cbf5 est formé de deux 
domaines : le domaine catalytique N-terminal et le domaine PUA C-terminal (Figure 21). Le 
domaine PUA (pseudo-uridine synthase and archaeosine transglycosylase) est un domaine de 
liaison à l’ARN retrouvé dans de nombreuses enzymes capable de modifier des nucléotides 
(Aravind & Koonin, 1999) et est impliqué dans l’interaction de Cbf5 avec l’ARN guide 
H/ACA. Des analyses par mutagénèse ainsi que des données cristallographiques ont suggéré 
que le domaine PUA interagit avec le snoARN via la séquence conservée ACA à la base de la 
tige-boucle 3’ et via la base de la tige-boucle (Hamma et al, 2005; Rashid et al, 2006). Les 
domaines catalytiques de TruB et Cbf5 sont superposables et tous les nucléotides importants 
pour la catalyse, incluant l’aspartate universel à toutes les pseudo-uridine synthases, occupent 
des positions identiques dans Cbf5 et TruB. Il est donc possible de faire l’hypothèse que ces 
deux enzymes fonctionnent selon le même mécanisme catalytique (Hamma & Ferre-D'Amare, 
2006). 
D’autre part, Cbf5 présente des différences avec TruB qui peuvent être corrélées avec 
des différences fonctionnelles. Par exemple, le domaine appelé « thumb loop » de TruB qui 
est engagé dans la reconnaissance de la boucle T des ARNt et positionne l’uridine cible dans 
le site catalytique est remplacé par un élément structural unique à Cbf5 : « β7/β10 hairpin 
loop ». Ce motif structural se localise de la même façon dans le site catalytique et pourrait 
jouer un rôle dans la reconnaissance du duplex snoARN/ARNr. 
02 La reconstitution des RNP guidant la pseudo-uridylation chez les Archées: 
Figure 22 : Structures des RNP à boîtes H/ACA. 
a- Séquence et structure secondaire de la tige-boucle du sARN de la sRNP H/ACA d’Archée utilisée 
dans cette étude. L’ARN cible lié (pourpre) n’est pas présent dans la structure résolue. Les régions 
appariées sont nommées P1 pour la tige du bas et P2 pour celle du haut et PS1 et PS2 pour les 
duplexes formés entre l’ARN guide (orange) et l’ARN cible (pourpre). Le nucléotide modifié est 
représenté comme une pseudo-uridine déjà produite ( rouge). Le K-turn terminal et le motif ACA 
sont soulignés en rouge. b- Représentation en ruban de la structure de la RNP H/ACA en vue de face. 
c- Vue de coté. Les couleurs utilisées sont pour Cbf5, le domaine catalytique (vert foncé), le domaine 
PUA (vert citron), Nop10 et l’ion zinc (magenta), L7Ae (bleu ciel), Gar1 (cyan), « K-loop » et le 
motif ACA (rouge), les guides (orange) et le reste de l’ARN (jaune). (Adaptée de Li et al, 2006) 
. 
  
Figure 23 : Architecture des sno(s)RNP à boîtes H/ACA. 
A- Structure cristallographique des protéines cœur H/ACA associées à un ARN guide. B- Structure 
secondaire d’un sARN à boîtes H/ACA (les bases appariées et la boucle apicale sont en gris ; la boîte 
conservée ACA et les nucléotides du K-loop  sont en bleu ; la poche de pseudo-uridylation est en 
rouge. Le sARN est reconnu par Cbf5, L7Ae et Nop10. La boîte ACA et la tige proximale sont liées à 
Cbf5 par son domaine PUA (vert), alors que la tige apicale et le K-loop  sont liés respectivement par 
Nop10 (gris) et L7Ae (orange). Ces interactions agissent comme une pince conservée qui positionne 
précisément la poche de pseudo-uridylation du sARN au site catalytique de Cbf5 (étoile rouge). C- La 
snoRNP H/ACA eucaryote adopte une structure bipartite avec une copie des protéines cœur H/ACA 
assemblées à chacune des tiges-boucles du snoARN. Les interactions des protéines cœur H/ACA sont 
supposées être similaires entre les Eucaryotes et les Archées, mais quelques interactions avec les 
snoARN sont supposées être spécifiques des Eucaryotes. Par exemple, l’association Nhp2-snoARN 
diffère de l’association L7Ae-K-loop su sARN. (Adaptée de Reichow et al, 2007). 
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Les RNP H/ACA fonctionnelles ont été reconstituées in vitro à partir de protéines 
recombinantes d’archée et d’ARN transcrit in vitro (Baker et al, 2005; Charpentier et al, 
2005). Chez les Archées, la protéine recombinante Cbf5 est capable de se lier directement  et 
indépendamment au sARN. Cependant, cette interaction est insuffisante pour guider la 
pseudo-uridylation de séquences cibles, illustrant la nécessité de la présence des quatre 
protéines cœur des snoARN H/ACA. 
D’autre part, ces études ont fourni des informations importantes concernant les 
interactions participant à l’assemblage et à l’organisation fonctionnelle des RNP H/ACA 
(Baker et al, 2005; Charpentier et al, 2005). Deux des protéines, L7Ae et Cbf5, interagissent 
directement avec le sARN guide. L7Ae se lie au motif K-turn dans la région distale de la tige-
boucle des sARN d’archées et n’interagit avec aucune autre protéine en l’absence de l’ARN 
guide (Baker et al, 2005; Charpentier et al, 2005; Hamma et al, 2005; Rozhdestvensky et al, 
2003). Quant à Cbf5, elle reconnaît la boîte conservée ACA (Figures 22 et 23). Son 
interaction dépend aussi de la présence de la poche de pseudo-uridylation et de la boucle 
apicale du sARN H/ACA (Baker et al, 2005). De plus, Cbf5 recrute les protéines essentielles 
Nop10 et Gar1 via des interactions protéine/protéine indépendantes avec chacune d’entre 
elles. 
L’observation au microscope éléctronique de particules RNP H/ACA purifiées de la 
levure avait suggéré que chacune des tiges-boucle du snoARN s’associait avec un assortiment 
complet des protéines cœur H/ACA (Watkins et al, 1998) (Figure 23). Ces travaux ont aussi 
confirmé l’organisation symétrique de ces protéines sur chacune des tiges-boucles (Baker et 
al, 2005; Charpentier et al, 2005; Hamma et al, 2005). D’autre part, la présence de Cbf5, 
Nop10 et de l’uridine cible est nécessaire pour le recrutement de l’ARN cible. Ils ont observé 
que la paire Cbf5 et Nop10 est la combinaison minimale de protéines requise pour la 
formation de pseudo-uridines, Gar1 et L7Ae augmentent pour leur part l’efficacité de la 
réaction. Enfin, le motif ACA n’est pas essentiel in vitro pour l’activité du sARN (Charpentier 
et al, 2005). 
De façon intéressante, la pseudo-uridine synthase Cbf5 d’archée est capable de 
catalyser in vitro la formation d’une pseudo-uridine à la position 55 d’ARNt d’archée 
(Roovers et al, 2006). Cependant, cette activité « stand-alone » de Cbf5 est fortement 
augmentée en présence des autres protéines cœur des snoARN à boîtes H/ACA (Roovers et 
al, 2006). De même, il a récemment été démontré que le complexe Gar1/Nop10/Cbf5 (Figure 
21) d’archée est capable de former in vitro une pseudo-uridine dans une fragment d’ARNr 
  
 
 
 
 
 
 
Figure 24 : Structure de la RNP H/ACA liée au substrat sans Gar1. 
Représentation en ruban de la structure cristallographique de la RNP H/ACA liée au substrat, 
sans Gar1. Sont représentés le domaine PUA de Cbf5 (vert clair), le domaine catalytique 
(Cbf5-cat) de Cbf5 (vert foncé), Nop10 (magenta), L7Ae (bleu), l’ARN cible (pourpre), les 
séquences guides (orange), le motif ACA, le K-loop et le nucléotide cible (rouge), et le reste 
de l’ARN H/ACA (jaune). 
(Adaptée de Duan et al, 2009). 
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23S sans l’ARN guide (Muller et al, 2008). Ces résultats soutiennent l’idée selon laquelle les 
enzymes des snoRNP ont évolué à partir des enzymes « stand-alone ». De plus, ils suggèrent 
que le rôle des protéines cœur H/ACA (L7Ae, Gar1 and Nop10) va probablement au delà de 
la reconnaissance ARN guide/substrat et que ces dernières pourraient aussi participer à 
l’organisation structurale du site actif de Cbf5 pour la catalyse. 
03 La structure de la snoRNP H/ACA en présence de son ARN cible : 
La détermination de la structure de l’ARN H/ACA en association avec les quatre 
protéines cœur des snoRNP H/ACA d’archée a permis d’obtenir de nombreuses informations 
concernant leur organisation et le mode d’action de ces particules (Li & Ye, 2006). La 
particule adopte une forme allongée et l’ARN H/ACA interagit avec Cbf5, Nop10 et L7Ae. 
L’organisation de la RNP place les séquences guides proche du site catalytique de Cbf5 et la 
poche de pseudo-uridylation reste libre formant peu d’interaction avec Cbf5 (Figure 22). 
Bien que Gar1 n’interagisse pas avec le sARN, elle séquestre un domaine de Cbf5 appelé 
« thumb loop ». Il a été proposé que Gar1 régule l’interaction de l’ARN H/ACA avec sa cible 
en contrôlant ce domaine. 
Récemment, le laboratoire de Ye a caractérisé la structure de la RNP H/ACA en 
association avec son substrat, fournissant de nouvelles données sur le recrutement du substrat 
et sa libération de la RNP H/ACA (Duan et al, 2009). Le substrat interagit avec les séquences 
guides et forme aussi de nombreuses associations avec Cbf5 (Figure 24). L’ancrage de 
l’ARN guide sur la surface formée par Cbf5, Nop10 et L7Ae est capital pour le 
positionnement du substrat dans le site catalytique (Figure 24). D’autre part, le domaine 
« thumb loop » est aussi nécessaire pour que le substrat adopte une conformation compétente 
pour la catalyse (Figure 25). Enfin, dans la snoRNP dépourvue de substrat, Gar1 interagit 
avec le domaine « thumb loop ». Il semblerait que la rupture des associations « thumb 
loop »/substrat soit nécessaire pour la libération de ce dernier. Il a été proposé que Gar1 
pourrait jouer un rôle lors de cette étape en restaurant ces interactions avec ce domaine 
particulier de Cbf5 (Duan et al, 2009).   
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 25 : Structure et assemblage de la RNP H/ACA liée au substrat. 
A- Structure de l’ARN H/ACA lié à son substrat. Les ions Mg hydratés sont indiqués à l’aide 
des bâtonnets, le Mg (vert) et l’eau (rouge). B- La zone de surface de liaison à l’ARN dans la 
structure de la RNP H/ACA liée au substrat. La structure est obtenue en absence Gar1 mais 
Gar1 est modélisée en fonction de sa position dans le complexe total. Les ARN sont 
représentés en ruban et les protéines comme des surfaces. Le code-couleurs est le même que 
celui utilisé dans la figure 25. La surface de liaison à l’ARN (à moins de 4 Å de l’ARN) est 
colorée en gris. 
(Adaptée de Duan et al, 2009). 
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(e) Biogénèse et trafic intracellulaire 
La biogenèse et le trafic intranucléaire des particules snoRNP C/D et H/ACA sont 
détaillés dans la revue ci-jointe : Biogenesis and Intranuclear Trafficking of Human Box C/D 
and H/ACA RNPs (Kiss et al, 2006). 
 
 
  
The mammalian nucleus contains many small nuclear
RNAs (snRNAs) that can be grouped under two main
classes based upon their intranuclear localization (for
review, see Yu et al. 1999). Early cell fractionation exper-
iments revealed that the abundant U1, U2, U4, U5, and U6
snRNAs localize to the nucleoplasm, whereas another
abundant snRNA, U3, was found to copurify with the
nucleoli and therefore, it was designated as small nucleo-
lar RNA (snoRNA) (Reddy et al. 1981). I turns out that the
U3 snoRNA represents the founding member of a major
class of small noncoding RNAs that reside in the nucleo-
lus, share the evolutionarily conserved C (RUGAUGA)
and D (uCUGA) box motifs, and associate with a nucleo-
lar protein, fibrillarin (Fig. 1) (Tyc and Steitz 1989).
In the early 1990s, three novel human snoRNAs, U17,
E2, and E3, which lacked C and D boxes and did not asso-
ciate with fibrillarin, were discovered (Kiss and
Filipowicz 1993; Ruff et al. 1993). Later, construction
and characterization of a cDNA library of human nucleo-
lar RNAs presented further examples of mammalian
snoRNAs lacking C and D boxes (Ganot et al. 1997b). In
vitro structure probing experiments, followed by struc-
tural comparisons with yeast snoRNAs, revealed that all
snoRNAs devoid of C and D boxes share the conserved
box H (AnAnnA) and ACA motifs and fold into a com-
mon “hairpin-hinge-hairpin-tail” secondary structure,
demonstrating that they constitute a novel, evolutionarily
conserved class of snoRNAs (Fig. 1) (Balakin et al. 1996;
Kiss et al. 1996; Ganot et al. 1997b).
In the past years, several hundreds of box C/D and
H/ACA snoRNAs have been identified in a broad vari-
ety of organisms (for review, see Bachellerie et al. 2002;
Hüttenhofer et al. 2005). For a compilation of vertebrate
Biogenesis and Intranuclear Trafficking of Human Box C/D
and H/ACA RNPs
T. KISS,*† E. FAYET,* B.E. JÁDY,* P. RICHARD,* AND M. WEBER*
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Box C/D and H/ACA snoRNAs represent two abundant groups of small noncoding RNAs. The majority of box C/D and
H/ACA snoRNAs function as guide RNAs in the site-specific 2′-O-methylation and pseudouridylation of rRNAs, respec-
tively. The box C/D snoRNAs associate with fibrillarin, Nop56, Nop58, and 15.5K/NHPX proteins to form functional
snoRNP particles, whereas all box H/ACA snoRNAs form complexes with the dyskerin, Nop10, Nhp2, and Gar1 snoRNP
proteins. Recent studies demonstrate that the biogenesis of mammalian snoRNPs is a complex process that requires numer-
ous trans-acting factors. Most vertebrate snoRNAs are posttranscriptionally processed from pre-mRNA introns, and the early
steps of snoRNP assembly are physically and functionally coupled with the synthesis or splicing of the host pre-mRNA. The
maturing snoRNPs follow a complicated intranuclear trafficking process that is directed by transport factors also involved in
nucleocytoplasmic RNA transport. The human telomerase RNA (hTR) carries a box H/ACA RNA domain that shares a com-
mon Cajal body-specific localization element with a subclass of box H/ACA RNAs, which direct pseudouridylation of
spliceosomal snRNAs in the Cajal body. However, besides concentrating in Cajal bodies, hTR also accumulates at a small,
structurally distinct subset of telomeres during S phase. This suggests that a cell cycle-dependent, dynamic localization of hTR
to telomeres may play an important regulatory role in human telomere synthesis.
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snoRNAs, see http://www-snorna.biotoul.fr/index.php
(Lestrade and Weber 2006). We learned that both box
C/D and H/ACA snoRNA families show a high struc-
tural and functional conservation from humans to
Archaea (for review, see Terns and Terns 2002; Omer et
al. 2003; Bertrand and Fournier 2004; Tran et al. 2004).
The majority of box C/D snoRNAs function as guide
RNAs in the site-specific 2′-O-methylation of rRNAs
(Cavaillé et al. 1996; Kiss-László et al. 1996), whereas
most box H/ACA snoRNAs direct pseudouridylation of
rRNAs (Fig. 1) (Ganot et al. 1997a; Ni et al. 1997). The
box C/D and H/ACA modification guide snoRNAs func-
tion in the form of snoRNPs. The box C/D snoRNAs are
associated with four box C/D snoRNP proteins, fibril-
larin, Nop56, Nop58, and 15.5K/NHPX (Fig. 1)
(Schimmang et al. 1989; Tyc and Steitz 1989; Wu et al.
1998; Lafontaine and Tollervey 1999; Newman et al.
2000; Watkins et al. 2000). The box H/ACA snoRNAs
form snoRNP complexes with dyskerin, Nhp2, Nop10,
and Gar1 proteins (Balakin et al. 1996; Ganot et al.
1997b; Henras et al. 1998; Watkins et al. 1998; Lyman
et al. 1999). Both box C/D and H/ACA guide RNAs
select the substrate nucleotides for modification through
forming transient base-pairing interactions with comple-
mentary rRNA sequences. The associated snoRNP pro-
teins, fibrillarin and dyskerin, catalyze the 2′-O-methyl
transfer and the uridine to pseudouridine isomerization
reactions, respectively (Wang et al. 2000; Hoang and
Ferre-D’Amare 2001).
Besides directing rRNA modification, the box C/D and
H/ACA guide RNPs also function in methylation and
pseudouridylation of spliceosomal snRNAs and other cel-
lular RNAs, including some tRNAs and mRNAs. The
interested reader may consult several recent reviews on
the structure, function, and evolution of box C/D and
H/ACA RNPs (Kiss 2001; Bachellerie et al. 2002;
Filipowicz and Pogacic 2002; Terns and Terns 2002;
Decatur and Fournier 2003; Bertrand and Fournier 2004;
Henras et al. 2004; Dennis and Omer 2005). Here, we will
focus on recent advances concerning the biogenesis and
intranuclear trafficking of mammalian box C/D and
H/ACA snoRNPs, including the human telomerase
H/ACA RNP.
SPLICING-DEPENDENT ASSEMBLY 
OF INTRONIC BOX C/D SNORNPS
In vertebrates, the great majority of box C/D and
H/ACA snoRNAs are encoded within introns of pre-
mRNAs (Fig. 2) (Leverette et al. 1992; Fragapane et al.
1993; Kiss and Filipowicz 1993; Tycowski et al. 1993).
Normally, the mature intronic snoRNAs are processed
from the removed and debranched host introns by 5′ to 3′
and 3′ to 5′ exonucleolytic activities (Tycowski et al.
1993; Kiss and Filipowicz 1995; Cavaillé and Bachellerie
1996; Watkins et al. 1996). Therefore, splicing of the host
pre-mRNA is essential for providing linear precursor
snoRNA substrates for the processing exonucleases (Ooi
et al. 1998). Consistent with a splicing-mediated precursor
snoRNA release, all host introns for vertebrate snoRNAs
encode only a single intronic snoRNA (the one intron/one
snoRNA rule). The biosynthesis of functional intronic
2 KISS ET AL.
Figure 2. Models for splicing- and transcription-
dependent assembly of mammalian intron-encoded
snoRNPs. The great majority of mammalian box C/D
and H/ACA snoRNAs are processed from pre-mRNA
introns. While most box C/D snoRNAs are located
about 50 nucleotides upstream of the branch point
(BP), box H/ACA snoRNAs possess a random loca-
tion relative to the 5′ and 3′ splice sites. Recognition
of intronic box C/D snoRNA sequences occurs at a
relatively late step of host pre-mRNA splicing. A
putative assembly factor (AF) that likely interacts
with splicing factors associated with the BP region of
the host pre-mRNA facilitates the recruitment of the
15.5K/NHPX box C/D snoRNP protein to the Kink-
turn motif of the intronic snoRNA. Assembly of box
H/ACA snoRNPs already occurs during pre-mRNA
synthesis. The Naf1 protein may promote cotran-
scriptional recruitment of the dyskerin/Nop10/Nhp2
protein complex to the nascent H/ACA snoRNA
through forming specific interactions with both
dyskerin and the CTD of RNAP II. Binding of
Nop56, Nop58, and fibrillarin box C/D and Gar1 box
H/ACA snoRNP proteins is believed to occur in the
Cajal body. For other details, see the text.
Figure 1. Schematic structure of box C/D 2′-O-methylation and
box H/ACA pseudouridylation guide snoRNPs. Black lines rep-
resent snoRNA sequences. Positions and consensus sequences
of the conserved C and D boxes and the related C′ and D′ boxes
as well as the H and ACA boxes are shown. Blue lines indicate
pre-rRNA sequences interacting with the antisense elements of
box C/D and H/ACA guide RNAs. The 2′-O-methylated
nucleotides located five nucleotides upstream of the D or D′ box
sequences are indicated (m). The uridine residues selected for
pseudouridylation are shown (Ψ). Binding of the 15.5K (NHPX)
protein to the terminal Kink-turn motif of box C/D snoRNAs is
a prerequisite for recruitment of the two highly related proteins
Nop56 and Nop58 and two copies of the methyltransferase, fib-
rillarin (Cahill et al. 2002; Watkins et al. 2002). Organization of
box H/ACA snoRNP proteins is still unknown. Electron
microscopy images of purified yeast snR30 box H/ACA
snoRNP particles showed a highly symmetric bipartite structure,
suggesting that two sets of the four box H/ACA snoRNP core
proteins dyskerin, Nop10, Nhp2, and Gar1 bind to the 5′- and 3′-
hairpins of snR30 (Watkins et al. 1998).
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plex, recruits and deposits the 15.5K/NHPX protein onto
the Kink-turn of box C/D snoRNAs. Identification of
putative factors promoting the splicing-dependent assem-
bly of box C/D intronic snoRNPs requires further efforts.
COUPLING BOX H/ACA SNORNP ASSEMBLY
WITH POLYMERASE II TRANSCRIPTION
In contrast to box C/D snoRNAs, human H/ACA
snoRNAs have no preferential intronic location relative to
the 5′ or 3′ splice sites of the host introns (Richard et al.
2006; Schattner et al. 2006). Moreover, while most box
C/D snoRNA genes are found within relatively short
introns, human box H/ACA snoRNAs tend to reside
within introns of longer than average length. Consistent
with this, human box H/ACA snoRNAs are processed
from the introns of transiently expressed natural or artifi-
cial host pre-mRNAs in a position-independent fashion,
indicating that the splicing machine does not participate
in the assembly of intronic box H/ACA snoRNPs
(Richard et al. 2006).
Chromatin and pre-mRNA coimmunoprecipitation and
in situ localization experiments demonstrated that bind-
ing of dyskerin, Nhp2, and Nop10 snoRNP proteins to
intronic H/ACA snoRNAs is an early event that occurs
shortly after or already during the synthesis of the host
pre-mRNA (Fig. 2) (Darzacq et al. 2006; Richard et al.
2006). In vivo processing studies performed on tran-
siently expressed artificial pre-mRNA transcripts con-
firmed that assembly of box H/ACA snoRNPs already
occurs on the newly synthesized pre-mRNAs and demon-
strated that snoRNP assembly and splice site selection,
although occur at the same time, are independent molec-
ular events (Darzacq et al. 2006; Richard et al. 2006).
Correct and efficient expression of mammalian box
H/ACA snoRNPs requires RNA polymerase (RNAP) II
transcription (Richard et al. 2006). Precursor snoRNAs
synthesized by RNAP III or RNAP I are either not pro-
cessed or they are poorly processed and the resulting
mature-sized snoRNAs fail to correctly localize in the
nucleolus. This suggests that an RNAP II-associated fac-
tor may promote the cotranscriptional assembly of box
H/ACA pre-snoRNPs. In fact, expression of both yeast
and mammalian H/ACA snoRNPs requires two evolution-
arily conserved H/ACA-specific processing/assembly fac-
tors, Naf1 and Shq1 (Dez et al. 2002; Fatica et al. 2002;
Yang et al. 2002; Hoareau-Aveilla et al. 2006). Yeast Naf1
and Shq1 can form a complex and they can interact with
the box H/ACA snoRNP core proteins, dyskerin (Cbf5p in
yeast) and Nhp2. Moreover, yeast Naf1 specifically asso-
ciates with the carboxy-terminal domain (CTD) of the
largest subunit of RNAP II (Fatica et al. 2002).
Recombinant mammalian dyskerin, Nop10, and Nhp2 are
capable of forming a protein-only complex that can specif-
ically bind to H/ACA RNAs (Wang and Meier 2004;
Darzacq et al. 2006). Naf1 may recruit the
dyskerin/Nop10/Nhp2 H/ACA protein core complex to
the newly synthesized intronic H/ACA pre-snoRNAs
through interacting with dyskerin and CTD (Fig. 2).
Consistent with its involvement in coupling H/ACA
snoRNP assembly with RNAP II transcription, Naf1
snoRNPs includes the ordered recruitment of the four box
C/D (fibrillarin, Nop56, Nop58, and 15.5K/NHPX) or box
H/ACA (dyskerin, Nhp2, Nop10, and Gar1) snoRNP pro-
teins. Binding of snoRNP proteins is essential for the cor-
rect processing and metabolic stability of the mature
snoRNA, since the associated snoRNP proteins define the
termini of the snoRNA by protecting them from the pro-
cessing exonucleases. However, normally, mammalian
pre-mRNA introns are rapidly degraded after splicing
(Padgett et al. 1986). The rapid intron turnover may facil-
itate the recycling of ribonucleotides and splicing factors
bound to the removed intron lariat (Green 1991).
Therefore, efficient intronic snoRNA expression might
require an active mechanism that recruits snoRNP proteins
to the nascent snoRNA already during synthesis or splic-
ing of the host pre-mRNA.
The 5′ and 3′ terminal regions of box C/D snoRNAs
encompassing the box C and D sequences, respectively,
fold into a stem-internal loop-stem structure, called the
Kink-turn (Fig. 1) (Watkins et al. 2000; Klein et al. 2001).
The noncanonical G-A, A-G, and U-U base-pairs formed
by conserved nucleotides in the C and D box motifs are
important for the establishment of a functional Kink-turn
structure and for docking the 15.5K/NHPX snoRNP pro-
tein. Binding of 15.5K/NHPX induces a sharp band in the
phosphodiester backbone of the two contiguous RNA
stems of the Kink-turn (Vidovic et al. 2000; Szewczak et
al. 2002, 2005; Watkins et al. 2002). This conformational
change provides the structural requirements for the subse-
quent binding of Nop58, Nop56, and two copies of fibril-
larin (Cahill et al. 2002). In vivo cross-linking
experiments showed that one fibrillarin and Nop58 bind
to the box D and C sequences in the upper stem of Kink-
turn, respectively (Cahill et al. 2002). Nop56 and another
copy of fibrillarin can be cross-linked to internal copies of
the C and D boxes, termed the C’ and D’ boxes. Docking
of these proteins is likely facilitated by protein-protein
interactions, since generally, the C’ and D’ boxes show
poor sequence conservation (Kiss-László et al. 1998).
The Steitz group noticed that human box C/D snoRNAs
possess a preferential intronic location. Namely, most box
C/D snoRNAs are located about 80-90 nucleotides
upstream of the 3′ splice site (Hirose and Steitz 2001). In
vivo and In vitro snoRNA processing experiments con-
firmed that an optimal distance of about 50 nucleotides
between the snoRNA coding region and the branch point
of the host intron is required for efficient snoRNA pro-
cessing. Increasing or decreasing the spacer length
between the snoRNA and the branch point seriously com-
promises snoRNA accumulation (Hirose and Steitz 2001;
Hirose et al. 2003). By using a coupled In vitro splic-
ing/snoRNA processing system, the Steitz group demon-
strated that recruitment of 15.5K/NHPX to box C/D
intronic snoRNAs occurs specifically at the C1 splicing
complex stage, indicating that 15.5K/NHPX is actively
recruited to intronic box C/D snoRNAs by a splicing-
dependent mechanism (Fig. 1) (Hirose et al. 2003). They
proposed that a putative box C/D snoRNP assembly fac-
tor (AF) that interacts directly or indirectly with the U2
spliceosomal snRNP, or another splicing factor associ-
ated with the branch point region in the C1 splicing com-
specifically associates with actively transcribed H/ACA
snoRNA genes, both in yeast and mammalian cells
(Ballarino et al. 2005; Yang et al. 2005; Darzacq et al.
2006). It remains uncertain when and where Gar1, the last-
binding H/ACA protein, binds to the maturing snoRNP.
Gar1 is essential for snoRNA-directed pseudouridylation,
but it is dispensable for accumulation of box H/ACA
snoRNAs (Bousquet-Antonelli et al. 1997). Under In vitro
conditions, Naf1 and Gar1 bind competitively to dyskerin,
suggesting that Gar1 may replace Naf1 at a later stage of
H/ACA snoRNP biogenesis (Darzacq et al. 2006).
MULTIPLE TRANS-ACTING 
FACTORS ARE INVOLVED IN 
MAMMALIAN SNORNP BIOGENESIS
Besides the box C/D and H/ACA snoRNP core pro-
teins, several trans-acting protein factors have been
implicated in the biogenesis of snoRNPs. Although most
of the available data were obtained in the yeast
Saccharomyces cerevisiae system, recent studies on
human U3 snoRNP assembly gave new insights into the
biogenesis of human box C/D snoRNPs (Verheggen et al.
2001, 2002; Boulon et al. 2004; Watkins et al. 2004). U3
is the most abundant mammalian snoRNA that is tran-
scribed from independent genes by RNAP II, instead of
being processed from pre-mRNA introns. During the
nucleoplasmic biosynthesis of U3 snoRNP, the precursor
U3 snoRNA that carries a short uridine-rich 3′ trailer tran-
siently interacts with numerous nonsnoRNP proteins to
form a large, structurally dynamic, multiprotein process-
ing complex that is, in fact, larger than the mature U3
snoRNP accumulating in the nucleolus (Boulon et al.
2004; Watkins et al. 2004). The proteins which transiently
associate with precursor U3 include known RNA pro-
cessing factors (TGS1, La, LSm4, and Rrp46), putative
RNP assembly factors (Nopp140, Tip48, and Tip49), and
well-characterized RNA export factors (CRM1, PHAX,
Ran, and the cap binding complex [CBC]).
The La, LSm4, and Rrp46 proteins associate exclu-
sively with the 3′-extended precursor of U3, indicating
that these proteins function in the 3′ end formation of the
U3 snoRNA (Watkins et al. 2004). Indeed, the La and
Lsm4 proteins, the latter as a component of the Lsm2 to
Lsm8 heteroheptameric complex, possess well-estab-
lished functions in stabilizing and processing of mature 3′
ends of tRNAs, snRNAs, and snoRNAs (Achsel et al.
1999; Perumal and Reddy 2002; Wolin and Cedervall
2002; Beggs 2005; Maraia and Bayfield 2006). The La
and Lsm proteins likely provide stability for the nascent
U3 snoRNA through binding to its uridine-rich 3′ over-
hang. Rpr46 is an integral component of the human
nuclear exosome complex which consists of multiple 3′ to
5′ exoribonucleases. Therefore, Rpr46, likely participates
in the 3′ end trimming of U3 (Allmang et al. 1999;
Vasiljeva and Buratowski 2006). The Lsm heterohep-
tameric complex associated with the 3′ terminal trailer of
the precursor U3 snoRNA may recruit the exosome com-
plex to the maturing U3 snoRNP (Fromont-Racine et al.
2000). Like all RNAP II transcripts, the nascent U3
snoRNA contains a monomethyl-G (m7G) cap structure
that is hypermethylated to mature trimethyl-G (TMG) by
the TGS1 methyltransferase (Mouaikel et al. 2002).
An important question is whether the information
obtained on the processing of the RNAP II-transcribed U3
snoRNA holds true for the biogenesis of intron encoded
box C/D snoRNAs. RNAi-mediated depletion experi-
ments demonstrated that all factors implicated in U3 mat-
uration, apart from the easily understandable exception of
the TGS1 methyltransferase, are also important for the
accumulation of the intron-encoded U14 snoRNA
(Watkins et al. 2004). This indicates that the nuclear
machines supporting the biogenesis of independently
transcribed and intron-encoded box C/D snoRNPs share
common structural and functional principles.
Moreover, it seems that some essential components of
the mammalian “box C/D processome,” namely the
Nopp140, Tip48, and Tip49 proteins, also function in the
biogenesis of box H/ACA snoRNPs. Nopp140 is a phos-
phoprotein that was found to associate with both box
H/ACA and C/D snoRNPs (Meier and Blobel 1994; Isaac
et al. 1998; Yang et al. 2000; Wang et al. 2002). Depletion
of Nopp140 inhibits the accumulation of both box C/D
and H/ACA snoRNAs (Isaac et al. 1998; Yang et al. 2000;
Watkins et al. 2004). Two other “U3 processome”-asso-
ciated proteins, Tip48 and Tip49 (also called p50 and
p55), were first identified by using a mouse In vitro box
C/D snoRNP reconstitution system (Newman et al. 2000).
Tip48/p50 and Tip49/p55 are evolutionarily conserved
interrelated proteins with ATPase and DNA helicase
activity (Ikura et al. 2000). Since Tip48/p50 and
Tip49/p55 reside in the nucleoplasm and do not associate
with mature nucleolar snoRNPs, they were proposed to
function in the assembly and/or nucleolar transport of box
C/D snoRNPs. Indeed, genetic depletion of the yeast
equivalents of Tip48 and Tip49 (Rvb1p and Rvb2p)
diminished accumulation of box C/D snoRNPs and unex-
pectedly, also blocked box H/ACA snoRNP production,
demonstrating that Tip48/Rvb1p and Tip49/Rvb2p,
together with Nopp140, function as general snoRNP bio-
genesis factors (King et al. 2001). Nopp140 and Tip49
associate with mature-sized TMG-capped U3 snoRNA in
the nucleoplasm, suggesting that they function in the last
steps of the nucleoplasmic biogenesis of snoRNPs
(Watkins et al. 2004).
The survival of motor neurons protein (SMN), the pro-
tein product of a gene responsible for spinal muscular
atrophy (SMA), is an essential component of a macro-
molecular complex required for the assembly of snRNPs
(for review, see Paushkin et al. 2002; Yong et al. 2004).
SMN has been reported to specifically interact in vivo and
In vitro with fibrillarin and Gar1, leading to the notion
that SMN is involved in the assembly of both box C/D
and H/ACA snoRNPs (Jones et al. 2001; Pellizzoni et al.
2001; Terns and Terns 2001). Expression of a dominant-
negative mutant of SMN caused fibrillarin, Gar1, and U3
snoRNP to accumulate outside the nucleolus (Pellizzoni
et al. 2001). Depletion of HeLa SMN protein resulted in
reduced levels of U3 snoRNA, further supporting an
SMN function in U3 snoRNP biogenesis (Watkins et al.
2004). However, in the above experiment, loss of SMN
had no significant effect on the accumulation of the U8
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and U14 box C/D snoRNAs. So, further studies are
required to clarify the function of SMN in mammalian
snoRNP biogenesis.
INTRANUCLEAR TRAFFICKING OF
MATURING BOX C/D AND H/ACA SNORNPS
While binding of the 15.5K/NHPX box C/D and the
dyskerin, Nhp2, and Nop10 box H/ACA snoRNP core
proteins to nascent intronic snoRNAs occurs in the nucle-
oplasm at the site of host pre-mRNA transcription and
splicing, it remains largely speculative where subsequent
steps of mammalian snoRNP maturation take place.
Precursor snoRNAs are not detectable in the nucleolus,
indicating that only fully processed snoRNAs are trans-
ported into the nucleolus (Samarsky et al. 1998;
Verheggen et al. 2002). Binding of snoRNP proteins is
essential not only for snoRNA processing and stability,
but also for targeting mature snoRNPs into the nucleolus.
Therefore, the snoRNA core structures, namely the box
C/D and H/ACA elements and the neighboring helix
structures, that direct snoRNP protein binding, also func-
tion as nucleolar localization signals (Lange et al. 1998,
1999; Samarsky et al. 1998; Narayanan et al. 1999a, b;
Verheggen et al. 2001). A more recent study found that
box C/D snoRNP proteins lack a simple, structurally well-
defined nucleolar targeting motif. Instead, the four box
C/D snoRNP proteins collectively constitute an efficient
nucleolar localization signal (Verheggen et al. 2001).
Early snoRNA trafficking studies found that fluores-
cein-labeled box C/D snoRNAs injected into Xenopus
oocyte nuclei transiently appear in the nucleoplasmic
Cajal bodies before accumulating in the nucleolus
(Narayanan et al. 1999a). In mammalian cells, both
endogenous and ectopically expressed box C/D snoRNAs
show a weak Cajal body-specific accumulation beside
massive concentration in the nucleolus (Samarsky et al.
1998; Darzacq et al. 2002). In contrast to box C/D
snoRNAs, box H/ACA snoRNAs microinjected into
Xenopus oocytes show no Cajal body-specific accumula-
tion and endogenous mammalian box H/ACA snoRNAs
are not detectable in the Cajal body (Narayanan et al.
1999b). However, plant box H/ACA snoRNAs and upon
overexpression, mammalian box H/ACA snoRNAs,
appear in Cajal bodies (Shaw et al. 1998; Richard et al.
2003). It is therefore possible that both box C/D and
H/ACA snoRNPs accumulate in Cajal bodies prior to
nucleoli, but box H/ACA snoRNAs traverse the Cajal
body more rapidly than box C/D snoRNAs do. Transient
accumulation of box C/D and perhaps box H/ACA
snoRNPs in Cajal bodies, strongly suggests that some
steps of snoRNP biogenesis occur in this nuclear
organelle. Consistent with a function in snoRNP biogen-
esis, the Cajal body had long been known to contain the
fibrillarin, dyskerin and Gar1 snoRNP proteins, and the
putative snoRNP assembly/processing factor, Nopp140
(Meier and Blobel 1994; Bohmann et al. 1995; Narayanan
et al. 1999b).
A more recent study on the biogenesis of U3 snoRNP
provided further evidence for the participation of Cajal
body in snoRNP maturation (Verheggen et al. 2002). The
3′-extended precursor of human U3 snoRNA that carries
a monomethyl-G primary cap accumulates both at the site
of transcription and within the Cajal body, but it is
excluded from the nucleolus. The precursor U3 snoRNA
is localized to the transcription site and the Cajal body is
associated with 15.5K/NHPX, but it is still not assembled
with fibrillarin and Nop58. Importantly, the mature-sized
U3 snoRNA that carries a TMG cap and associates with
all C/D snoRNP proteins is also detectable in the Cajal
body, although it accumulates mainly in the nucleolus.
These observations indicate that association of the late-
binding box C/D snoRNP proteins, final 3′ end trimming,
and cap hypermethylation of the U3 snoRNA take place
in the Cajal body. Consistently, the nuclear fraction of the
human methyltransferase TGS1 responsible for U3 cap
hypermethylation accumulates in the Cajal body.
Contrary to the fact that snoRNP maturation has no
cytoplasmic phase (Terns and Dahlberg 1994; Terns et al.
1995), processing of U3 snoRNA depends on transport
factors with well-established roles in the nucleocytoplas-
mic snRNA transport (Boulon et al. 2004; Watkins et al.
2004). Like RNAP II-specific nascent spliceosomal
snRNAs, the newly synthesized U3 precursor associates
with the m7G-cap-binding complex (CBP) and PHAX
(phosporylated adapter for RNA export) (Fig. 3).
However, in the case of U3, binding of PHAX is not fol-
lowed by recruitment of the transport factors CRM1 and
Ran-GTP, which is required for the cytoplasmic trans-
portation of nascent snRNAs (Ohno et al. 2002). In vivo
depletion experiments confirmed that U3 is targeted into
the Cajal body by a PHAX-dependent and CRM1-inde-
pendent mechanism. Efficient targeting of U3 into the
Cajal body, in addition to the m7G cap, also requires an
intact terminal box C′/D motif (the Kink-turn) (Boulon et
al. 2004). Since these two cis-acting Cajal body localiza-
tion elements of U3 function synergistically, it is possible
that besides CBC, additional not yet identified factors
contribute to the recruitment of PHAX to the nascent U3
snoRNA or alternatively, PHAX directly interacts with
15.5/NHPX bound to the box C’′/D motif of U3 (Boulon
et al. 2004). Coimmunoprecipitation experiments found
PHAX to be associated with other RNAP II-transcribed
box C/D snoRNAs, U8 and U13, as well as with the
human telomerase RNA that carries a box H/ACA
snoRNA-like domain (see below). Moreover, depletion of
PHAX inhibited the accumulation of the intron-encoded
U14 box C/D snoRNA (Watkins et al. 2004). Hence, it is
possible that PHAX functions in the intranuclear traffick-
ing of both box C/D and box H/ACA snoRNPs.
In the Cajal body, the precursor U3 snoRNA is pack-
aged with box C/D core proteins and undergoes 3′ end
processing and TMG cap formation before translocation
into the nucleolus (Fig. 3) (Verheggen et al. 2002).
Surprisingly, depletion experiments found that targeting
of mature U3 snoRNP from the Cajal body into the nucle-
olus requires CRM1 (Boulon et al. 2004; Watkins et al.
2004). Indeed, coimmunoprecipitation experiments con-
firmed that CRM1 interacts with U3 and associates
mainly, if not exclusively, with mature-sized, TMG-
capped U3 snoRNAs, supporting the idea that CRM1
functions in a late step of U3 snoRNP biogenesis.
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SMALL CAJAL BODY-SPECIFIC RNPS
The Cajal body is an evolutionarily conserved, multi-
functional subnuclear organelle (Ogg and Lamond 2002;
Gall 2003; Cioce and Lamond 2005). The RNAP II-spe-
cific U1, U2, U4, and U5 Sm spliceosomal snRNPs had
long been known to cycle through Cajal bodies and were
suspected to undergo maturation in this nuclear
organelle (Carmo-Fonseca et al. 1992; Bohmann et al.
1995; Sleeman and Lamond 1999). The mature snRNAs
carry numerous posttranscriptionally synthesized 2′-O-
methylated nucleotides and pseudouridines (Massenet et
al. 1998). During the past years, several box C/D 2′-O-
methylation and box H/ACA pseudouridylation guide
RNAs have been identified and demonstrated, or confi-
dentially predicted, to function in the modification of
human Sm snRNAs (Lestrade and Weber 2006 and ref-
erences therein). The first guide RNA linked to Sm
snRNA modification, U85, showed an unusual struc-
tural organization, because it contained both a box C/D
and a box H/ACA snoRNA-like domain (Fig. 4) (Jády
and Kiss 2001). The H/ACA domain of U85 is inserted
into the middle of its box C/D domain. In vivo and In
vitro modification experiments demonstrated that the
box C/D domain of U85 directs 2′-O-methylation,
whereas its box H/ACA domain guides pseudouridyla-
tion of the U5 snRNA. Later, additional box C/D-
H/ACA composite guide RNAs directing Sm snRNA
modification were discovered and another guide RNA,
U93, which directs pseudouridylation of the U2 snRNA,
was found to contain two tandemly arranged H/ACA
RNA domains (Darzacq et al. 2002; Kiss et al. 2002).
Moreover, irregular structural arrangements were also
observed for box C/D RNAs directing 2′-O-methylation
of Sm snRNAs. These guide RNAs are significantly
longer than canonical box C/D snoRNAs involved in
rRNA methylation and they are frequently composed of
two box C/D-like domains and carry a m7G cap, indi-
cating that they are RNAP II transcripts (Darzacq et al.
2002; Tycowski et al. 2004).
Cell fractionation and in situ localization experiments
revealed that all modification guide RNAs implicated in 2′-
O-methylation and/or pseudouridylation of Sm snRNAs
specifically accumulate in Cajal bodies and were therefore
called small Cajal body-specific RNAs (scaRNAs)
(Darzacq et al. 2002; Kiss et al. 2002, 2004). Accumulation
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Figure 3. Model for assembly and intranuclear trafficking of
mammalian U3 snoRNP. The box C′/D motif (Kink turn) of the
3′-extended nascent U3 snoRNA binds the 15.5K/NHPX pro-
tein. Binding of CBC and PHAX to the m7G monomethyl cap
(mG) supports U3 transport into the Cajal body where matura-
tion of U3 snoRNA and assembly of U3 snoRNP is completed.
A transient interaction with CRM1 is essential for routing
mature U3 snoRNP into the nucleolus. It seems that the mam-
malian intron encoded snoRNPs follow a processing/trafficking
pathway similar or identical to that described for the U3
snoRNP.
Figure 4. Human small Cajal body-specific RNAs (scaRNAs).
(A) Schematic structural organization of human scaRNAs.
Positions of the conserved box elements are indicated. Box
H/ACA scaRNAs possess a Cajal body-specific localization ele-
ment (CAB box) that is located in the terminal loop of the 5′ or
3′ hairpin. Some H/ACA scaRNAs have two CAB boxes.
Elements supporting the Cajal body-specific accumulation of
box C/D scaRNAs are unknown. (B) Sequence conservation of
the CAB box motifs of vertebrate scaRNAs. The frequencies of
the four ribonucleotides G, A, U, and C in the four positions of
278 putative CAB box motifs identified in vertebrate scaRNAs
are indicated by the heights of the corresponding letters.
of scaRNAs in the Cajal body instead of the nucleolus was
unexpected, since they carry the box H/ACA and/or C/D
motifs responsible for the nucleolar localization of
snoRNAs (see above). A sequence comparison followed by
mutational analysis demonstrated that the terminal loop of
the 5′ or the 3′ hairpin of H/ACA scaRNAs contains a short
Cajal body-specific localization motif, the Cajal body box
(CAB box) (Richard et al. 2003). In a few cases, both the 5′
and 3′ hairpins carry a CAB box motif that seems to func-
tion synergistically. Upon alteration of the CAB box
motifs, the mutant H/ACA scaRNAs accumulate in the
nucleolus and authentic box H/ACA snoRNAs can be tar-
geted into the Cajal body by inclusion of an exogenous
CAB box. The original CAB box consensus (ugAG) was
based on a handful of human scaRNA sequences (Richard
et al. 2003). More recently, experimental and computer-
based approaches identified numerous putative box
H/ACA scaRNAs from a broad variety of vertebrate organ-
isms (Lestrade and Weber 2006 and references therein).
The frequency of ribonucleotides observed at each position
of 278 putative CAB box motifs is shown in Figure 4B.
Mutational analysis confirmed that the first two nucleotides
are less critical, whereas the highly conserved final two
nucleotides (AG) are absolutely essential for the Cajal
body-specific accumulation of scaRNAs. So far, no Cajal
body-specific localization element has been identified in
box C/D scaRNAs that lack an H/ACA domain.
Since both box C/D and H/ACA snoRNAs may transit
through Cajal bodies, it is possible that the Cajal body
localization signal of scaRNAs is a retention element that
prevents translocation of scaRNPs from the Cajal body to
the nucleolus. Most probably, the CAB box functions
through binding a specific protein factor(s) (Richard et al.
2003). Fu and Collins have recently proposed that two Sm
proteins, SmB and SmD3, associate directly or indirectly
with the CAB box of a subpopulation of human box
H/ACA scaRNAs and the telomerase RNA that is in fact
an H/ACA scaRNA (see below) (Fu and Collins 2006).
However, telomerase RNA microinjected into Xenopus
oocytes did not associate with Sm proteins and in human
HeLa cells, we failed to detect an interaction between Sm
proteins and box H/ACA scaRNAs, including the human
telomerase RNA (Lukowiak et al. 2001; our unpublished
data). This may indicate that interaction of SmB and
SmD3 proteins with scaRNAs may depend on growth
conditions and/or cell lines.
HUMAN TELOMERASE 
IS A BOX H/ACA SCARNP
Telomerase is a ribonucleoprotein enzyme that is
responsible for the synthesis of telomeric DNA at the ends
of eukaryotic linear chromosomes (Collins and Mitchell
2002; Cong et al. 2002). The telomerase holoenzyme is
composed of the telomerase RNA (TR) and a set of asso-
ciated proteins, including the telomerase reverse tran-
scriptase (TERT). TR provides a scaffold for binding of
telomerase RNP proteins and contains the template region
that is copied repeatedly by the associated TERT to pro-
duce telomeric DNA repeats (Fig. 5A). The human TR
(hTR) is divided into two major structural domains (Fig.
5B). The 5′ half of hTR that carries the template sequence
folds into a large pseudoknot structure that is an evolu-
tionarily conserved feature of TRs. The 3′ terminal region
of hTR possesses a box H/ACA RNA-like structure and is
associated with the four box H/ACA snoRNP core pro-
teins, dyskerin, Nhp2, Nop10, and Gar1 (Mitchell et al.
1999; Chen et al. 2000; Antal et al. 2002; Meier 2005).
The H/ACA domain provides metabolic stability for
human telomerase RNP and is also indispensable for the
enzymatic activity of telomerase (Mitchell et al. 1999;
Mitchell and Collins 2000; Martin-Rivera and Blasco
2001; Chen et al. 2002; Fu and Collins 2003).
In situ localization experiments showed that in human
cancer cells, both endogenous and ectopically expressed
hTRs accumulate in Cajal bodies (Jády et al. 2004; Zhu et
al. 2004). Mutational analysis revealed that targeting of
hTR into Cajal bodies is supported by a short signal
sequence, UGAG, which is located in the terminal loop of
the 3′ hairpin of the H/ACA domain of hTR, and is struc-
turally and functionally indistinguishable from the CAB
box motif of box H/ACA scaRNAs (Fig. 5B) (Jády et al.
2004). The 3′ terminal box H/ACA domain of hTR con-
tains all the elements required for the correct expression
of canonical intron-encoded box H/ACA scaRNAs,
because it is efficiently processed from the second intron
of the human β-globin pre-mRNA expressed in human or
mouse cells and the excised RNA accumulates in Cajal
bodies (our unpublished data).
However, while authentic scaRNAs are normally not
detectable outside the Cajal body, hTR accumulation is
not confined to this nuclear organelle. Instead, hTR has a
complex and dynamic intranuclear trafficking that seems
to be strictly regulated by the cell cycle. In the nuclei of
HeLa S phase cells, besides accumulating in Cajal bodies,
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Figure 5. Structure and function of human telomerase RNA. (A)
Synthesis of telomeric DNA by telomerase. The template
sequence (underlined) of telomerase RNA (TR) recognizes the
terminal nucleotides of the telomeric G strand. The telomerase
reverse transcriptase (TERT) incorporates deoxynucleotides (in
italics) complementary to the template sequence of TR. (B)
Schematic structure of human telomerase RNA. Positions of the
template region, the H, ACA and CAB boxes are shown.
hTR also concentrates at a few (most frequently 1 to 3)
telomeres (Jády et al. 2006; Tomlinson et al. 2006).
Accumulation of hTR at telomeres likely reflects telom-
ere elongation events. This is supported by the facts that
telomere synthesis is known to occur during S phase and
that hTERT also concentrates at a few telomeres in HeLa
S phase cells (Ten Hagen et al. 1990; Wright et al. 1999;
Tomlinson et al. 2006). Telomeres accumulating hTR
feature long G strands that, in marked contrast to the
majority of telomeres, are accessible for in situ hybridiza-
tion with a G strand-specific fluorescent oligonucleotide
probe without denaturation (Jády et al. 2006). The highly
accessible G strands may represent nascent telomeric
overhangs synthesized by the associated telomerase. The
notion that human telomerase accumulates only at a few
telomeres implies that only a small subset of human
telomeres are elongated within one cell cycle, as has been
demonstrated in yeast where telomerase extends less than
10% of telomeres during every cell cycle (Teixeira et al.
2004). Therefore, intranuclear trafficking of hTR may
play an important regulatory role in human telomere syn-
thesis (Jády et al. 2006; Tomlinson et al. 2006).
The cis- and trans-acting elements supporting hTR
accumulation at telomeres remain unknown. The 3′ ter-
minal H/ACA domain of hTR alone, when expressed in
HeLa cells, fails to concentrate at telomeres, suggesting
that the 5′ terminal template domain is required for tar-
geting hTR to telomeres (our unpublished data).
Interestingly, more than 25% of HeLa telomeres accumu-
lating hTR colocalize with Cajal bodies, suggesting that
Cajal bodies may function in some aspects of human
telomere biogenesis (Jády et al. 2006). The Cajal body is
a mobile subnuclear organelle that can translocate large
distances through the nucleoplasm and therefore has been
implicated in the intranuclear transport and sorting of
nuclear factors (Platani et al. 2000, 2002; Ogg and
Lamond 2002; Cioce and Lamond 2005). In vivo imaging
demonstrated that in HeLa S phase cells, Cajal bodies
moving in the interchromatin space transiently associate
with telomeres with a frequency of approximately 1.8
associations per hour. This indicates that during the entire
S phase, Cajal bodies interact with 5–7 telomeres (Jády et
al. 2006). The biological significance of the cell cycle-
regulated interaction of Cajal bodies with telomeres
remains unclear, but according to an attractive hypothesis,
Cajal bodies may deliver hTR to telomeres.
CONCLUSIONS
Studies during the past years revealed that biogenesis
of mammalian box C/D and H/ACA snoRNPs is a more
complex process than previously anticipated. Assembly
of functional box C/D and H/ACA snoRNPs requires
numerous auxiliary factors, in addition to the four box
C/D and H/ACA snoRNP proteins. The initial steps of the
assembly of intronic snoRNPs, namely recognition of the
nascent box H/ACA and C/D snoRNA sequences through
recruitment of the first-binding snoRNP proteins, are
actively facilitated by the RNAP II transcription complex
or the pre-mRNA splicing machinery. Maturing of box
C/D and H/ACA snoRNPs requires an intranuclear traf-
ficking of the maturing snoRNPs from the site of snoRNA
synthesis to the site of the function of the mature snoRNP.
Different steps of box C/D and H/ACA RNP maturation
can be linked to subnuclear compartments where the
maturing snoRNPs transit through. The mature box C/D
and H/ACA snoRNPs involved in rRNA modification or
maturation accumulate in the nucleolus, whereas box C/D
and H/ACA RNPs directing spliceosomal snRNA modi-
fication reside in the Cajal body (scaRNPs). Sequestering
the functionally active guide RNPs into the nucleolus or
Cajal body may be an important mechanism to avoid
undesired RNA modification events in the nucleoplasm.
The human telomerase RNA (hTR) accumulates in Cajal
bodies and shares a common Cajal body localization ele-
ment with box H/ACA scaRNAs. However, hTR shows a
more complex intranuclear localization pattern. In S
phase cells, hTR specifically accumulates at a few telom-
eres that possess long G strand overhangs. Hence, studies
on the biosynthesis of mammalian snoRNPs and scaRNPs
revealed unexpected principles of the intranuclear traf-
ficking of macromolecules and gave new insights into the
molecular mechanism of the assembly of small RNPs.
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BIOGENESIS OF HUMAN SNORNPS 11
DISEASE GENE / MUTATION FUNCTION 
Prader Willi syndrome SNORD116 ribosome biogenesis 
Spinal muscular atrophy (SMA) SMN2 splicing 
Dyskeratosis congenita (X-linked) DKC1 telomerase / translation 
Dyskeratosis congenita (autosomal 
dominant) 
TERC telomerase 
Dyskeratosis congenita (autosomal 
dominant) 
TERT telomerase 
Diamond-Blackfan anemia RPS19, RPS24 ribosome biogenesis 
Shwachman-Diamond syndrome SBDS ribosome biogenesis 
Treacher-Collins syndrome TCOF1 ribosome biogenesis 
Prostate cancer SNHG5 ribosome biogenesis 
Myotonic dystrophy, type 1 (DM1) DMPK (RNA gain-of-function) protein kinase 
Myotonic dystrophy type 2 (DM2) ZNF9 (RNA gain-of-function) RNA binding 
Spinocerebellar ataxia 8 (SCA8) ATXN8 / ATXN8OS (RNA gain-of-
function) 
unknown / noncoding RNA 
Huntington’s disease-like 2 (HDL2) JPH3 (RNA gain-of-function) ion channel function 
Fragile X-associated tremor ataxia 
syndrome (FXTAS) 
FMR1 (RNA gain-of-function) translation / mRNA localization 
Fragile X syndrome FMR1 translation / mRNA localization 
X-linked mental retardation UPF3B translation/ nonsense mediated decay 
Oculopharyngeal muscular 
dystrophy (OPMD) 
PABPN1 3′ end formation 
Human pigmentary genodermatosis DSRAD editing 
Retinitis pigmentosa PRPF31 splicing 
Retinitis pigmentosa PRPF8 splicing 
Retinitis pigmentosa HPRP3 splicing 
Retinitis pigmentosa PAP1 splicing 
Cartilage-hair hypoplasia (recessive) RMRP splicing 
Autism 7q22-q33 locus breakpoint noncoding RNA 
Beckwith-Wiedemann syndrome 
(BWS) 
H19 noncoding RNA 
Charcot–Marie–Tooth (CMT) 
Disease 
GRS translation 
Charcot–Marie–Tooth (CMT) 
Disease 
YRS translation 
Amyotrophic lateral sclerosis (ALS) TARDBP splicing, transcription 
Leukoencephalopathy with 
vanishing white matter 
EIF2B1 translation 
Wolcott–Rallison syndrome EIF2AK3 translation (protease) 
Mitochondrial myopathy and 
sideroblastic anemia (MLASA) 
PUS1 translation 
Encephalomyopathy and 
hypertrophic cardiomyopathy 
TSFM translation (mitochondrial) 
Hereditary spastic paraplegia SPG7 ribosome biogenesis 
Leukoencephalopathy DARS2 translation (mitochondrial) 
Susceptibility to diabetes mellitus LARS2 translation (mitochondrial) 
Deafness MTRNR1 ribosome biogenesis (mitochondrial) 
MELAS syndrome, deafness MTRNR2 ribosome biogenesis (mitochondrial) 
Cancer SFRS1 splicing, translation, export 
Cancer RBM5 splicing 
Multiple disorders mitochondrial tRNA mutations translation (mitochondrial) 
Cancer miR-17-92 cluster RNA interference 
Cancer miR-372 / miR-373 RNA interference 
Figure 26 : Mutations affectant des fonctions dépendantes de l’ARN et causant 
des maladies. (Issue de Cooper et al, 2009). 
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4) Petites particules ribonucléoprotéiques et les maladies : 
De nombreuses activités cellulaires, essentielles à la cellule, dépendent de divers ARN 
non-codants, d’ARN codants et aussi des protéines qui leur sont associées sous la forme de 
RNP. Des mutations, qui affectent soit la composante ARN ou protéique de ces complexes ou 
bien même les facteurs qui permettent leur assemblage, peuvent être délétères. Ces dernières 
années de recherche ont permis l’identification de nombreuses mutations survenant 
notamment dans l’ARN et de manière générale dans les RNP, causant différentes maladies. 
Le tableau 1 résume quelques exemples représentatifs de maladies associées à la mutation de 
différents types d’ARN ou de RNP ( Figure 26) (Cooper et al, 2009).   
(a) L’atrophie musculaire spinale 
L’atrophie musculaire spinale (SMA pour spinal muscular atrophy) est une maladie 
neurodégénérative autosomale et récessive affectant 1 personne sur 6000. Suite à une 
mutation du gène SMN1 (Survival Motor neuron-1), une diminution du niveau de cette 
protéine  entraîne la dégénérescence progressive des motoneurones spinaux et une perte de 
masse musculaire. La protéine SMN est exprimée dans tous les tissus et est considérée 
comme faisant partie de la classe des gènes de ménage. De plus, cette protéine est cruciale 
pour l’assemblage des snRNP requise pour l’excision-épissage des pré-ARNm. Or, comment 
est-il possible que l’inactivation ou la perte de fonction d’une telle protéine n’affecte que les 
motoneurones ? Récemment, des études ont suggéré que la régulation de l’excision-épissage 
des pré-ARNm par l’assemblage des snRNP pourrait en fait être un mécanisme tissu-
spécifique (Zhang et al, 2008). Les auteurs ont noté qu’une réduction de 90% du niveau de 
SMN dans des lignées cellulaires neuronales provoque une diminution de l’assemblage des 
snRNP qui est elle-même associée à une réduction différentielle des snARN. D’autre part, 
suite à une réduction  de la protéine SMN, ils ont observé des altérations tissu-spécifiques de 
l’épissage et la production d’ARNm aberrants entre le cerveau, la moelle épinière et les reins 
(Zhang et al, 2008).   
De plus, la protéine SMN est présente dans les axones des motoneurones où elle est 
associée aux protéines Gemin2, Gemin3, hnRNPR et non aux protéines Sm indiquant que 
SMN pourrait jouer un rôle non canonique dans les axones des neurones (Zhang et al, 2006).  
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Des composants des snoRNP interagissent avec la protéine SMN, comme la 
fibrillarine ou Gar1, soulevant la possibilité que SMN participe aussi à l’assemblage des 
snoRNP (Jones et al, 2001; Pellizzoni et al, 2001). Dans des cellules de fibroblastes de 
patients atteints de SMA, on observe une diminution de la localisation de la chaperone 
Nop140 dans les CB corrélant avec la sévérité de la maladie (Renvoise et al, 2009). 
(b) Dyskératose congénitale 
La dyskératose congénitale (DC) est une maladie rare héréditaire qui se manifeste, 
dans un premier temps, par la dystrophie des ongles, une pigmentation de la peau anormale et 
une leucoplasie buccale. La majorité des patients développe par la suite une insuffisance 
médullaire qui est la principale cause de mortalité précoce. Les personnes atteintes de cette 
maladie présentent aussi une prédisposition à développer certains cancers. La DC peut être 
héritée selon trois modes : récessive lié au chromosome X due à des mutations dans le gène 
codant la dyskérine (Heiss et al, 1998); autosomale dominante due à diverses mutations dans 
l’ARN de la télomérase (Vulliamy et al, 2001) ou la réverse-transcriptase de la 
télomérase (Armanios et al, 2005); autosomale récessive due à des mutations dans le gene 
codant Nop10 (Walne et al, 2007), Nhp2 (Vulliamy et al, 2008) ou TERT (Marrone et al, 
2007). Cette maladie semble être une conséquence de l’instabilité chromosomique suite aux 
mutations survenant dans les gènes de la dyskérine, l’ARN de la télomérase ou la réverse-
transcriptase de la télomérase. Cependant, chez les patients, possédant une mutation dans le 
gène de la dyskérine, des défauts de la modification des ARNr, de la biogenèse des 
ribosomes, du contrôle de la traduction et de l’épissage pourraient aussi contribuer au 
développement de la maladie. L’implication du complexe de la télomerase dans cette maladie 
et la présence de télomères anormalement courts chez ces patients suggère que la DC est 
avant tout une maladie due à un défaut de maintenance des télomères (pour revue (Kirwan & 
Dokal, 2008)).    
(c) Le syndrome de Prader-Willi 
Cette maladie, dont la prévalence est de 1 sur 12000, est caractérisée par des troubles 
du comportement alimentaire, difficultés d’apprentissage et troubles du comportement, une 
hypotonie et un retard statural. Ce syndrome est lié à la délétion d’une région du chromosome 
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15 paternel qui n’est pas exprimé sur la copie maternelle. La région délétée renferme des 
ARN C/D spécifiquement exprimés dans le cerveau qui semblent cibler le pré-ARNm du 
récepteur de la sérotonine et pourrait réguler son édition (Vitali et al, 2005) ou son épissage 
(Kishore & Stamm, 2006). Chez les patients atteints de ce syndrome, les ARN C/D ne sont 
pas exprimés et l’on observe une diminution de la quantité d’ARNm du recepteur de la 
sérotonine (pour revue (Royo & Cavaille, 2008)). 
Le chapitre précédant s’intéressait à la fonction, structure et biogenèse de petites RNP 
en comparaison avec les machineries dans lesquelles elles fonctionnent ou avec lesquelles 
elles s’associent, comme le « spliceosome » ou le ribosome. Nous allons passer à 
l’observation d’une RNP bien plus volumineuse et qui est formée par la combinaison de deux 
sous-unités : le ribosome.  
Les constituants des ribosomes sont très conservés au cours de l’évolution. Et la 
découverte que le site catalysant la liaison peptique est majoritairement formé d’ARN a 
conforté la position centrale de cette molécule dans les processus fondamentaux de la vie. 
Dans le chapitre suivant, nous nous intéresserons aux processus complexes qui conduisent à la 
formation de deux sous-unités compétentes pour la traduction de l’ARNm en protéines.  
 
  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 27 : Comparaison de la structure des ribosomes procaryotes (à gauche) 
et eucaryotes (à droite). 
Les ribosomes sont communément désignés par leurs coefficients de sédimentation en 
Svedberg (S), l’unité de mesure de la vitesse de sédimentation d’une particule lors d’une 
ultracentrifugation. Le coefficient de sédimentation d’une particule ne dépend pas uniquement 
de sa masse mais aussi de sa forme et de sa rigidité. C’est pour cette raison que l’assemblage 
des sous-unités procaryotes 50S et 30S forment un ribosome 70S et non 80S. Malgré les 
différences dans le nombre d’ARN et de protéines ribosomiques entrant dans leurs 
compositions, les ribosomes procaryotes et eucaryotes ont une structure extrêmement 
similaire et fonctionnent de la même manière.  
(Adaptée de Molecular Biology of the Cell, fourth edition). 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 28 : Les étapes de clivages du pré-ARNr chez S.cerevisiae (A) et les 
cellules de mammifères (Hela) (B). 
(Adaptée de Henras et al, 2008). 
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II. Chapitre 2 : La biogenèse des ribosomes 
Les ribosomes sont de larges particules ribonucléoprotéiques formées par la 
combinaison de deux sous-unités inégales (50S/30S chez les procaryotes et 60S/40S chez les 
eucaryotes) et responsables de la traduction des ARNm en protéines. Tandis que les 
ribosomes procaryotes possèdent trois ARNr (23S, 5S et 16S) et 55 protéines ribosomiques 
(protéines-r), les ribosomes eucaryotes contiennent un exemplaire des quatre ARNr (5S, 5.8S, 
18S et 25/28S) et 78 protéines-r (Figure 27).  Elles sont généralement petites et très basiques 
afin d’interagir avec l’ARN. Elles sont codées par 137  gènes contenant à eux seuls, presque 
la moitié des introns du génome (Warner, 1999). La synthèse des ribosomes a lieu dans un 
compartiment nucléaire spécialisé, appelé le nucléole. C’est un processus capital car il conduit 
à la production de la machinerie cellulaire nécessaire à la synthèse des protéines ; c’est par 
ailleurs le principal consommateur des ressources d’une cellule. Chez les eucaryotes, la 
biogenèse des ribosomes nécessite l’intervention des trois ARN polymérases. L’ARN 
polymérase I (pol I) transcrit trois des quatre ARNr (18S, 5.8S et 25S) sous la forme d’un 
long précurseur, appelé le pré-ARNr 35S, qui contient les séquences matures de ces ARNr, 
séparées par deux espaceurs intergéniques internes, ITS1 et ITS2 et bornées par deux 
espaceurs intergéniques externes, 5’-ETS et 3’-ETS. La transcription de l’ADNr par l’ARN 
pol I représente environ 60% de la transcription cellulaire totale. L’ARN pol II synthétise les 
pré-ARNm des protéines-r et des facteurs accessoires régulant la biogenèse des ribosomes 
(protéines non-ribosomiques et snoARN) tandis que l’ARN pol III produit le précurseur de 
l’ARNr 5S. Ces précurseurs subissent des modifications chimiques affectant des nucléotides 
spécifiques qui correspondent principalement à des pseudo-uridylations et des méthylations 
en position 2’ du ribose. Les nucléotides à modifier sont sélectionnés par une pléiade de 
snoRNP. La suite de la maturation implique une série de clivages endo et exonucléolytiques 
afin de retirer les espaceurs intergéniques et de permettre la libération des ARNr matures 
(Figure 28). Tous ces événements de maturation ne se produisent pas sur de l’ARN nu mais 
sont précédés ou accompagnés par l’assemblage des protéines-r et de protéines dites non-
ribosomiques qui ne sont pas retrouvées au niveau du ribosome mais qui agissent comme des 
facteurs « trans-régulateur » participant aux différentes étapes de la biogenèse des ribosomes. 
  
 
 
 
 
 
 
Figure 29 : Les régions organisatrices des nucléoles (NOR) se trouvent chez 
l’Homme au niveau des chromosomes acrocentriques.  
Les nucléoles sont formés autour de régions dites organisatrices de nucléole (NOR), qui sont 
constituées de regroupements d’unités d’ADN ribosomique répétées. Chez l’Homme, environ 
400 copies d’unité de 43-kb sont distribuées le long de tous les chromosomes acrocentriques 
(chromosomes 13, 14, 15, 21 et 22) afin de former les NOR. Dans de nombreux types 
cellulaires, seulement un ensemble de ces NOR sont transcriptionnellement actifs, malgré le 
fait que tous les NOR restent associés au nucléole. Les NOR actives sont associées à l’ARN 
polymérase I ; ces régions sont souvent colorées positivement à l’argent  et ainsi appelées Ag-
NOR. L’ADNr des NOR transcriptionnellement actives est 10 fois moins condensé que les 
régions chromosomiques avoisinantes. Les NOR actives forment une structure appelée 
constriction secondaire. Les NOR qui sont actives dans une cellule donnée semblent re-
devenir transcriptionnellement actives après la mitose. Les répétitions d’ADNr présentes dans 
les NOR inactives sont fortement méthylées et ne sont pas associées avec l’ARN polymérase. 
Des expériences d’hybridation in-situ (FISH) ont été réalisées sur les répétitions d’ADNr de 
l’ensemble des NOR des chromosomes acrocentriques issus de cellules humaines en 
métaphase. a- La coloration au DAPI colore l’ensemble de l’ADN des chromosomes (bleu) ; 
l’encart montre un chromosome acrocentrique coloré au DAPI. b- Coloration des répétitions 
d’ADNr sur les chromosomes acrocentriques par FISH en utilisant un fragment EcoRI de 
11,9 kb issu de l’espaceur intergénique des répétitions d’ADNr (rouge, indiqué par des 
flèches). Un élargissement d’un chromosome acrocentrique est montré dans l’encart. 
(Adapté de Boisvert et al, 2007). 
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L’assemblage du pré-ARNr 35S avec certaines protéines-r, protéines non-ribosomiques et 
snoRNP produit les particules pré-ribosomiques 90S qui par la suite sont divisées en 
particules pré-60S et pré-40S. Ces particules sont ensuite exportées dans le cytoplasme ou les 
dernières étapes de maturation et d’assemblage auront lieu pour produire les ribosomes 
matures. 
1) Le nucléole 
(a) Le site de la biogenèse des ribosomes 
Le nucléole est un compartiment subnucléaire des cellules eucaryotes dans lequel a 
lieu la synthèse de l’ARNr et l’assemblage des ribosomes. Sa forte concentration en ARN et 
en protéines en fait le domaine nucléaire le plus remarquable  en microscopie photonique et 
électronique. Pour cette raison, ce fut la première structure subnucléaire à être décrite par les 
microscopistes du 18
ème
 et 19
ème
 siècle. Le terme de nucléole fut introduit en 1839 par 
Valentin (« kernkörperchen » : corpuscules du noyau) (Valentin, 1839). Dans les années 
1950, il est démontré que le nucléole renferme de l’ARN et dans les années 60, les techniques 
d’hybridation in situ permettent d’identifier la présence des gènes ribosomiques dans ce 
même compartiment (Perry, 1962; Ritossa & Spiegelman, 1965). Il devient alors clair que le 
nucléole est le site de la transcription des gènes ribosomiques par l’ARN polymérase I, de 
maturation du précurseur de l’ARNr (pré-ARNr) et de son assemblage avec les protéines 
ribosomiques. Chez les eucaryotes supérieurs, l’enveloppe nucléaire et le nucléole se 
dissocient quand les cellules rentrent en mitose et la transcription est inhibée. Dans ces 
organismes, la mitose est dite ouverte. En revanche, chez S. cerevisiae, la mitose est 
intranucléaire et ne nécessite pas le désassemblage de l’enveloppe nucléaire. 
Dans des cellules de levure en phase exponentielle de croissance, le ratio ARN/ADN 
est de 50/1, observation qui conduit dans un premier temps à nommer l’ARN, « yeast nucleic 
acid ». Les ARNr sont de loin les ARN les plus abondants de la cellule (80% des ARN 
totaux) tandis que les ARNt et les ARNm ne représentent respectivement que 15% et 5% des 
ARN totaux d’une cellule de levure. Une telle cellule produit 2000 ribosomes par minute 
(Warner, 1999). Dans une cellule Hela, 14000 sous-unités ribosomiques quittent le nucléole 
par minute (Gorlich & Mattaj, 1996). La comparaison du protéome nucléolaire humain et de 
celui de S. cerevisiae a montré qu’environ 90% des protéines humaines possèdent un 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 30 : Organisation nucléolaire chez les cellules humaines et chez la levure 
S.cerevisiae. 
Analyse par microscopie électronique de cellules humaines (a) et de levure (b). a- Un 
nucléole humain (cellules Hep-2, issue d’un carcinome épidermique du larynx). b- Le noyau 
et le nucléole de la levure. Les barres représentent une distance de 0,25 m. Ces clichés 
permettent d’estimer que la taille d’un nucléole humain correspond à peu près à la taille du 
noyau entier de la levure. (c, d) Schématisation respective des images a et b. F : composant 
fibrillaire ; FC : centre fibrillaire ; DFC : centre fibrillaire dense ; G ou GC : composant 
granulaire ; Ni : interstices nucléolaire ; Ch : chromatine condensée. e- Distribution des divers 
constituants nucléolaires dans les nucléoles bi- et tri-partites. 
(Adaptée de Thiry et al, 2005). 
(e) 
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homologue chez S. cerevisiae indiquant que le protéome nucléolaire est très conservé au cours 
de l’évolution (Andersen et al, 2005). Chez les vertébrés, le nucléole s’organise à la fin de la 
mitose autour des gènes de l’ADNr répétés en tandem connus sous le nom de régions 
organisatrices de nucléoles (« Nucleolus-Organizing Regions », NOR). Dans une cellule 
diploïde humaine, il y a environ 400 gènes ribosomiques répartis sur 5 paires de 
chromosomes (Figure 29).  
(b) L’organisation ultrastructurale du nucléole 
L’amélioration des techniques de marquage et l’optimisation de l’observation par 
microscopie éléctronique ont permis de décrire son organisation ultrastructurale. De nos jours, 
il est communément admis que le nucléole des cellules humaines est subdivisé en trois 
régions: le centre fibrillaire (CF), zone claire entourée par le composant fibrillaire dense 
(CFD) et le tout plongé dans une région riche en granules de 15-20nm de diamètre, le 
composant granulaire (CG) (Figure 30a). La localisation des transcrits primaires produits par 
l’ARN pol I a fait l’objet de nombreuses controverses suite à des rapports établissant leur 
présence dans les CF, les CFD et à l’interface du CF et du CFD (Huang, 2002; Raska, 2003). 
Il semble tout de même émerger un consensus concernant cette question. De nombreuses 
expériences utilisant l’incorporation de bromo-uridine (BrdU) pour marquer l’apparition de 
transcrits naissants attestent qu’ils apparaissent à la jonction entre le CF et le CFD et 
s’accumulent dans le CFD (Figure 30c) (Casafont et al, 2007; Cmarko et al, 2000; Hozak et 
al, 1994; Puvion-Dutilleul et al, 1991). Cette organisation semble refléter le fait que la 
biogènese des ribosomes est un processus vectoriel durant lequel la transcription de l’ADNr 
semble se produire à l’interface du CF et du CFD, avec un enrichissement important des sous-
unités de l’ARN pol I au niveau du CF. La maturation et la modification des transcrits 
primaires d’ARNr se déroulent dans le CFD où s’accumulent les snoRNP tandis que la 
plupart des protéines se localisent au niveau du CG où se poursuit l’assemblage des sous-
unités. En complément de leurs différences morphologiques, ces trois sous-régions présentent 
une signature biochimique qui leur est propre et qui est le reflet des différentes étapes de la 
biogenèse des ribosomes dont elles sont le siège (Figure 30e). Les facteurs associés à la 
machinerie de transcription pol I, comme le facteur UBF (« Upstream Binding Factor ») et 
l’ARN pol I, se concentrent dans le CF. La localisation de la fibrilarine/Nop1p permet de 
localiser les snoRNP participant à la méthylation des ARNr au niveau des CFD où se retrouve 
   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 31 : Comparaison de la taille des unités de transcription d’ADNr et des 
espaceurs intergéniques au cours de l’évolution. 
Le diagramme représente la taille des unités de transcription d’ADNr (bleu) en comparaison à 
la taille des régions intergéniques (pourpre) dans différentes espèces. 
(Adaptée de Thiry et al, 2005). 
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aussi le « processome SSU »  (Dragon et al, 2002; Puvion-Dutilleul et al, 1991) tandis que la 
protéine B23/nucléophosmine se localise dans le CG (Biggiogera et al, 1989).  
En revanche, la description de l’ultrastructure du nucléole de S.cerevisiae a produit des 
rapports controversés. Dans cet organisme, le nucléole prend la forme d’un croissant de lune 
qui occupe un tiers voire la moitié du noyau et qui est en étroite relation avec l’enveloppe 
nucléaire (Léger-Silvestre, 2004). Tandis que certains rapports prônent l’existence d’une 
organisation tripartite du nucléole, d’autres pensent que le nucléole de la levure à bourgeon 
est formé de seulement deux compartiments correspondants à un réseau fibrillaire immergé 
dans des granules (Figure 30b). De plus, il y a des zones moins denses aux électrons qui 
contiennent de l’ADNr et qui présentent une morphologie rappelant celle des CF des 
mammifères (Leger-Silvestre et al, 1999). En revanche, ces zones claires sont dépourvues 
d’ARN pol I ou de tous les autres facteurs associés à la transcription pol I  et de transcrits 
naissants. Les zones assimilées aux DCF contiennent l’ARN pol I, des transcrits ARNr, des 
protéines impliqués dans la maturation du pré-ARNr (Figure 30 d et e) (Leger-Silvestre et al, 
1999). Récemment, Thiry et Lafontaine ont proposé que ces zones moins denses aux électrons 
correspondraient en fait aux interstices nucléolaires retrouvés chez les Vertébrés et par 
conséquent que le nucléole de S. cerevisiae présenterait une organisation bipartite (Thiry & 
Lafontaine, 2005). D’autre part, ils ont suggéré que la grande majorité des Eucaryotes 
présentent une organisation bipartite et qu’uniquement les Amniotes possèdent des CF. Les 
CF, qui d’un point de vue morphologique correspondent à des zones peu denses aux électrons 
et contenant de fines fibrilles, sont indissociables de la présence de l’ARN pol I et de ses 
facteurs associés. La transition de deux à trois compartiments est apparue récemment au cours 
de l’évolution et peut être corrélée à l’augmentation de la taille des séquences intergéniques 
de l’ADNr (Figure 31). Dans les espèces contenant des nucléoles bipartites, la taille des 
séquences matures est plus grande que celles des régions intergéniques tandis que c’est le 
contraire chez les espèces possédant un nucléole à trois compartiments (les Amniotes). Enfin, 
dans un nucléole bipartite, le débat entre CF et CFD en tant que lieu de transcription de 
l’ADNr devient obsolète étant donné qu’il n’y a qu’un composant fibrillaire possédant à la 
fois les caractéristiques du CF et CFD des Mammifères (Thiry & Lafontaine, 2005).    
  
 
 
Figure  32 : Le protéome nucléolaire. 
La purification et  l’identification par spectrométrie de masse des protéines nucléolaires ont 
conduit à l’identification de 726 protéines nucléolaires humaines (a) et de 217 protéines 
nucléolaires chez Arabidopsis thaliana (b). Les protéines sont regroupées en accord avec leur 
fonction moléculaire et les couleurs sont utilisées pour regrouper les fonctions similaires et/ou 
reliées. L’orange représente les protéines impliquées dans la biogenèse des ribosomes. Le vert 
représente les protéines qui fonctionnent dans la transcription dépendante de l’ARN 
polymérase II. Le rose représente les protéines impliquées dans le cycle cellulaire et/ou la 
réparation à l’ADN. Le gris représente les protéines qui sont des contaminants putatifs ou des 
protéines du cytosquelette. Le bleu ciel représente les protéines qui n’ont pas été décrites 
précédemment comme appartenant au noyau ou au nucléole. Le bleu foncé représente des 
protéines précédemment non caractérisées. Les hnRNP correspondent aux 
ribonucléoprotéines hétérogènes nucléaires. 
(Adaptée de Boisvert et al, 2007).  
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(c) La plurifonctionnalité du nucléole 
Ces dernières années de recherches ont contribué à l’accumulation de travaux 
décrivant la plurifonctionnalité du nucléole. Un grand nombre de molécules qui ne sont pas 
impliquées dans la biogenèse des ribosomes sont présentes dans le nucléole. D’autres part, les 
analyses du protéome nucléolaire de différentes espèces (Homme et Arabidopsis thaliana) ont 
conduit à l’identification de plus de 700 protéines nucléolaires humaines et plus de 200 chez 
les plantes dont certaines ne fonctionnent pas dans la biogenèse des ribosomes (Figure 32) 
(Andersen et al, 2002; Pendle et al, 2005). La classification par fonctions moléculaires des 
protéines nucléolaires humaines montre qu’environ 30% d’entre-elles participent à la 
fabrication des sous-unités ribosomiques. Cependant, environ 150 protéines n’ont pas encore 
de fonction connue, suggérant ainsi que le nucléole pourrait fonctionner dans bien d’autres 
processus cellulaires (Boisvert et al, 2007; Raska et al, 2006). Ces processus sont : la 
régulation du cycle cellulaire, la réparation des dommages à l’ADN, les réponses au stress, le 
contrôle de l’infection virale, la régulation de l’expression génique, la biogenèse des transcrits 
pol III et pol II, l’édition, le métabolisme des télomères, la maturation de la « signal 
recognition particle » (SRP), l’interférence à ARN, la sénescence (Boisvert et al, 2007; Gerbi 
et al, 2003; Raska et al, 2006; Sirri et al, 2008). 
(d) La dynamique nucléolaire et nucléaire 
Il a été démontré par des expériences de « photobleaching » que l’ARN diffuse 
rapidement. Dans le nucléole, l’ARNr contenu dans les particules pré-40S ou pré-60S se 
déplace par diffusion dans toutes les directions pour venir remplir le nucléoplasme. De même, 
une fois dans le nucléoplasme, les sous-unités ribosomiques gagnent l’enveloppe nucléaire 
grâce à des mouvements caractéristiques de la diffusion et en revisitant même un nucléole sur 
le passage (Politz et al, 2003). Les protéines diffusent librement au sein du noyau et du 
nucléole et le temps moyen de résidence dans le nucléole est d’environ une dizaine de 
secondes. Donc, le nucléole est une structure permanente mais extrêmement dynamique. Les 
composants du nucléoplasme et du nucléole s’échangent continuellement entre ces deux sous 
compartiments du noyau et la persistance d’une structure telle que le nucléole semble le 
résultat du fait que le temps de résidence nucléolaire pour des protéines non-nucléolaires (qui 
ne trouvent pas de partenaires avec lesquels interagir dans le nucléole) est plus court que celui 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 33 : Structure d’une unité d’ADNr de S.cervevisiae. 
Les régions transcrites sont représentées en gris foncé, les barres larges et fines illustrant 
respectivement les séquences matures et les séquences espaceurs transcrites. Les séquences 
espaceurs non transcrites sont indiquées en gris clair. 
(Adaptée de Raué, 2004). 
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des protéines nucléolaires. Il semblerait aussi que les protéines nucléolaires ne soient pas 
recrutées au nucléole par une séquence d’adressage au nucléole mais plutôt par les 
interactions qu’elles sont capables d’établir avec des macromolécules déjà présentes dans le 
nucléole. Pour cette raison beaucoup pensent qu’il est plus approprié d’employer le terme de 
signal de rétention que d’adressage pour les séquences permettant la localisation de certaines 
protéines dans le nucléole ou dans d’autres organelles subnucléaires. 
Bien que l’activité transcriptionnelle de l’ARN pol I soit nécessaire à la maintenance 
de l’organisation du nucléole, elle n’est pas suffisante et cette dernière semble nécessiter un 
réseau complexe d’interactions entre les divers composants du nucléole. 
L’ADNr est transcrit par l’ARN polymérase I (Pol I) et se trouve sous deux formes de 
chromatines différentes (Conconi et al, 1989). De plus, des étalements de chromatines de 
l’ADNr observés par microscopie électronique de cellules de levures montrent des structures 
répétitives d’unités de transcription des gènes ribosomiques  chargées de polymérases d’où 
s’étalent des transcrits naissants en forme d’arbre de Noël (Rattner et al, 1982). Ces 
regroupements de gènes transcriptionnellement actifs sont de temps en temps séparés par des 
filaments d’ADN qui semblent correspondre à des gènes transcriptionnellement inactifs 
(French et al, 2003). Hmo1 se lie tout le long de la séquence de l’ADNr 35S, suggérant que 
cette protéine pourrait être impliquée dans la formation de la chromatine spécifique de 
l’ADNr (Berger et al, 2007; Hall et al, 2006; Kasahara et al, 2007). Des études récentes ont 
montré que les régions de gènes de l’ARNr transcriptionnellement actives sont associées à la 
Pol I et Hmo1 tandis que les régions de gènes de l’ARNr transcriptionnellement inactives sont 
recouvertes d’histones, protéines formant les nucléosomes (Merz et al, 2008). De plus, la 
protéine Hmo1 reste associée à l’ADNr après le départ de la Pol I (Merz et al, 2008). 
2) Transcription de l’ADNr 
(a) Organisation des gènes ribosomiques chez la levure et les éléments 
cis-régulateurs 
Chez S.cerevisiae, les gènes d’ARNr sont répétés, disposés en tandem sur le 
chromosome XII et sont formés par la succession de 150 à 200 copies. Une particularité de la 
levure est que chaque copie comprend les quatre ARNr 18S, 5.8S, 25S et 5S, le tout organisé 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 34 : Structure du promoteur de l’ADNr de S.cerevisiae et modèle de la 
transcription des gènes de l’ARNr par l’ARN polymérase I. 
Le facteur UAF est fortement lié à l’ « upstream element », séquence en amont du point +1 de 
transcription. La structure du facteur UAF indique les sous-unités qui le composent mais ne 
présente pas les interactions entre ces sous-unités ou avec l’ADNr. Les flèches qui relient 
UAF, TBP, CF, Rrn3p et l’ARN polymérase I indiquent les interactions observées entre les 
sous-unités protéiques de ces facteurs de transcription. Les numéros 1, 3, 5, 6, 7, 9, 10 et 11 
représentent respectivement  les protéines Rrn3p, Rrn5p, Rrn6p, Rrn7p, Rrn9p, Rrn10p, et 
Rrn11p et 30 correspond à Uaf30p. 
(Adaptée de Nomura et al, 2004). 
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en deux unités de transcription séparées (Figure 33). Une unité contient les séquences codant 
les ARNr matures 18S, 5.8S et 25S, séparées par des espaceurs internes (ITS1 et ITS2) et 
bornées par des espaceurs externes (ETS3’ et ETS5’). Cette unité de transcription est 
transcrite par l’ARN polymérase I (pol I) sous la forme d’un long précurseur d’ARNr (pré-
ARNr) appelé le pré-ARNr 35S. La seconde unité, positionnée dans la direction opposée, est 
formée par le gène de l’ARNr 5S flanqué de deux espaceurs intergéniques (IGS1 et IGS2). 
Chez les autres eucaryotes, les gènes de l’ARNr 5S sont aussi répétés en tandem mais se 
trouvent au niveau d’un autre locus.  
Chez tous les Eucaryotes, le promoteur du gène du pré-ARNr 35S est constitué de 
deux éléments cis-régulateurs appelés le « upstream element » et le « core » (Figure 34). 
Chez la levure, un ensemble d’expériences conduites in vitro (Choe et al, 1992; Keys et al, 
1996; Kulkens et al, 1991) et in vivo (Musters et al, 1989; Nogi et al, 1991b; Wai et al, 2000) 
a démontré que le « upstream element » est requis pour un haut niveau de transcription mais 
n’est pas indispensable. En revanche, le « core » est essentiel à la précision de l’initiation de 
la transcription. D’autre part, les analyses in vivo ont aussi révélé que le niveau de 
transcription basal à partir de l’élément « core » uniquement n’est pas suffisant pour permettre 
la croissance cellulaire (Wai et al, 2000). De même, le promoteur des gènes des ARNr des 
Mammifères est composé aussi de l’association de deux éléments cis-régulateurs : (i) le « core 
element », essentiel à la précision de l’initiation de la transcription, et (ii) le « upstream 
control element » (UCE) qui a un rôle modulatoire (Russell & Zomerdijk, 2005). En 
complément, il y a des séquences « enhancer » distales qui pourraient augmenter la 
probabilité de former un complexe de pré-initiation stable (Reeder, 1999). 
Enfin, le gène de l’ARN 5S est flanqué par deux régions intergéniques (IGS1 et IGS2). 
L’IGS1 contient la région barrière de la fourche de réplication (RBF) qui s’étend de +282 à 
+418 de l’extrémité 3’ de la séquence du 25S. La protéine Fob1 se lie à RBP et empêche ainsi 
la fourche de réplication de se déplacer dans la direction opposée de la machinerie de 
transcription Pol I, évitant toute collision entre ces deux machineries (Huang et al, 2006). 
(b) L’ARN polymérase I 
L’ARN pol I est donc l’enzyme responsable de la synthèse des ARNr utilisant les 
gènes d’ARNr comme matrice et il semble d’ailleurs que la seule fonction essentielle de 
l’ARN pol I soit la synthèse du pré-ARNr 35S (Nogi et al, 1991b). En effet, l’expression du 
  
 
 
 
 
 
Figure 35 : Les sous-unités de l’ARN polymérase I de levure et leur 
homologues avec l’ARN polymérase II de levure et l’ARN polymérase de 
E.coli. 
* Les noms des gènes et des protéines des différentes sous-unités sont répertoriés dans le 
tableau ci-dessus.  
E : essentielle ; C : conditionnelle ; N : non-essentielle. 
**La lettre P indique les sous-unités contenant des résidus phosphorylés et leur nombre est 
indiqué entre parenthèse. Zn indique les sous-unités qui lient l’ion zinc. 
(Adaptée de Nomura et al, 2004). 
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gène du pré-ARNr 35S sous le contrôle d’un promoteur GAL à partir d’un plasmide 
multicopies suffit à restaurer la viabilité de souches contenant des mutations létales dans une 
sous-unité de l’ARN pol I (Nogi et al, 1991b). 
L’ARN polymérase I de S. cerevisiae est un complexe multiprotéique comprenant 14 
sous-unités dont certaines sont communes aux trois polymérases et d’autres sont spécifiques 
de l’ARN pol I (Figure 35). Dix d’entre elles (« core subunits ») sont identiques ou 
homologues aux sous-unités des ARN pol II et pol III et ceci laisse penser que les structures 
de ces trois polymérases comprenant ces 10 sous-unités sont similaires. Dans un premier 
temps, la structure atomique de l’ARN pol II contenant les 10 « core subunits » de S. 
cerevisiae a été élucidée (Cramer et al, 2001). Ces travaux ainsi que de nombreuses données 
concernant les sous-unités spécifiques de l’ARN pol I ont permis d’obtenir une meilleure 
vision de la structure de l’ARN pol I et des interactions intervenant entre les diverses sous-
unités au sein de l’enzyme pol I. Récemment, Kuhn et ses collaborateurs ont fourni 
l’architecture de l’ARN pol I la plus détaillée et complète (Figure 36). La structure de la Pol I 
contenant ces 14 sous-unités fut observée par cryo-microscopie électronique (ME) à une 
résolution de 11.9Å (Kuhn et al, 2007). Les sous-unités AC19, AC40, A190, A135 et ABC23 
des trois ARN pol eucaryotes présentent une forte homologie aux sous-unités α2ββ’ω 
composant l’ARN polymérase des procaryotes. Malgré cette homologie structurale et 
fonctionnelle importante, les 5 sous-unités eucaryotes semblent incapables de former une 
enzyme fonctionnelle (Nomura, 2004). Les ARN polymérases eucaryotes ont besoin de 4 
sous-unités supplémentaires communes à toutes trois, ABC27, ABC14.5, ABC10a, ABC10b 
(Figure 35). Les sous-unités A12.2, Rpb9, C11 bien que spécifique, respectivement de l’ARN 
pol I, II et III est considérée comme faisant partie des « core subunits » étant donnée les 
homologies structurales et fonctionnelles existant entre elles (Van Mullem et al, 2002). En 
revanche, l’ARN pol I contenant les 10 « core subunits »  ne possèdent qu’une activité 
enzymatique non spécifique (Lanzendorfer et al, 1997). La structure de la PolII coïncide bien 
avec la carte de densité obtenue en cryo-ME pour la Pol I dans les régions correspondant aux 
5 sous-unités communes (Kuhn et al, 2007).  
En complément des 10 sous-unités citées précédemment, l’ARN pol I comprend aussi 
4 sous-unités qui, étant différentes pour les trois ARN polymérases, sont donc dites 
spécifiques, A49, A34.5, A43 et A14 (Figure 35). Uniquement, le gène RPA43 codant A43 
est essentiel tandis que les autres sont non essentiels ou conditionnellement essentiels. Il 
semblerait que A49 et A34.5 forment un sous complexe faiblement associé à l’enzyme tandis 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 36 : Structure de l’ARN polymérase I. 
Représentation de la structure cristallographique de l’ARN polymérase I obtenue à une 
résolution de 12 Å, soulignant la position des domaines fonctionnels. 
(Adaptée de Haag et al, 2007 et issue de Kuhn et al, 2007). 
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que A14 et A43 forment un hétérodimère stable. En l’absence de la sous-unité A34.5, l’ARN 
pol I ne contient pas la sous-unité A49 (Gadal et al, 1997). Des expériences de double hybride 
ont montré que A34.5 et A49 interagissent directement. Il est probable que cette interaction 
permette le recrutement de A34.5 au niveau de l’ARN pol I étant donné que cette sous-unité 
est perdue dans les mutants rpa49 dépourvu du site de liaison à A34. D’autre part, il 
semblerait que ces deux sous-unités jouent un rôle important dans la transcription en 
améliorant d’une part le recrutement du complexe Rrn3p-pol I au niveau du promoteur et en 
déclanchant d’autre part la libération de Rrn3p de la pol I au cours de l’élongation (Beckouet 
et al, 2008). En absence de la sous-unité A14, les cellules possèdent une croissance lente 
surtout à haute température et l’ARN pol I purifiée à partir de ces cellules  est inactive in vitro 
et dépourvue des sous-unités A14, A43 et ABC23 (Smid et al, 1995). Sous cette forme, 
l’ARN pol I est inactive mais l’addition de la sous unité ABC23 permet de rétablir une 
activité enzymatique non spécifique (Lanzendorfer et al, 1997). A43 n’est donc pas nécessaire 
pour l’activité enzymatique de la pol I mais, comme nous le verrons plus tard, est essentiel 
pour l’interaction de la pol I avec le facteur de transcription Rrn3p (Peyroche et al, 2000). 
D’autre part, A43 semble jouer un rôle dans la stabilisation des sous-unités A14 et ABC23 au 
sein de la pol I (Peyroche et al, 2002). 
La surface  de l’ARNpol II est majoritairement négative à l’exception d’une faille 
uniformément chargée positivement susceptible d’interagir avec la matrice d’ADN et le 
transcrit (Cramer et al, 2001). De même, il semblerait que le promoteur entre en contact avec 
l’ARN pol I via une fente chargée positivement et constitué par les sous-unités A190 et A135. 
A190 et A135 formerait une pince qui emprisonnerait la matrice et le transcrit durant la 
transcription. Kuhn et al ont déterminé la structure cristallographique de l’hétérodimère 
A14/A43 à une résolution de 3.1Å. Ces résultats indiquent que Rrn3p interagit via A43 avec 
la Pol I sur la face en amont par rapport à la direction de la transcription (Kuhn et al, 2007). 
Enfin, la Pol I présente une forte activité de clivage de l’ARN en 3’ in vitro. Pol I dépourvue 
de l’extrémité C-terminale de la sous-unité A12.2 est incapable de cliver l’ARN. Cette 
activité pourrait potentiellement être importante pour la lecture par l’ARN pol I de régions 
problématiques, pour la terminaison de la transcription, pour la correction des nucléotides 
incorporés par erreur (Kuhn et al, 2007). 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 37 : Les étapes de l’initiation de la transcription par l’ARN polymérase 
I. 
Schématisation de l’assemblage du complexe de pré-initiation et du cycle d’initiation de la 
transcription chez la levure S.cerevisiae. L’ADN est représenté en rouge et les éléments 
promoteurs en jaune. 
(Adaptée de Moss et al, 2007). 
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(c) Facteurs de transcription et mécanisme d’initiation de la 
transcription 
Nomura et ses collègues ont développé un crible permettant d’isoler des mutants (rrn) 
de la transcription des gènes du pré-ARNr 35S par l’ARN pol I ne pouvant être cultivés qu’en 
présence d’un plasmide contenant le gène du pré-ARNr 35S sous le contrôle du promoteur 
GAL7 et transcrit par l’ARN pol II. Ils identifièrent 7 gènes codant des facteurs protéiques 
impliqués dans la transcription par l’enzyme pol I : RRN3, RRN5, RRN6, RRN7, RRN9, 
RRN10, RRN11 (Nogi et al, 1991a). Ces expériences permirent, par la suite, d’identifier trois 
facteurs spécifiques de transcription  pol I : « upstream activation factor » (UAF), « core 
factor » (CF) et Rrn3p (Steffan et al, 1998). De plus, la « TATA-binding protein » (TBP), 
facteur requis pour la transcription par l’ARN pol II ainsi que pour la transcription de certains 
gènes par l’ARN pol III, est nécessaire à la transcription par l’ARN pol I (Cormack & Struhl, 
1992; Moss et al, 2007; Schultz et al, 1992) (Figure 37).  
Le CF est formé de trois protéines : Rrn6p, Rrn7p et Rrn11p (Keys et al, 1994; Lalo et 
al, 1996; Lin et al, 1996). Le CF, Rrn3p et l’ARN pol I sont suffisant in vitro pour initier un 
niveau de transcription basal à partir d’une matrice d’ADNr ne contenant que la région 
promotrice « core ». La TBP n’est en revanche pas requise pour un niveau de transcription 
basal (Keener et al, 1998; Keys et al, 1996; Steffan et al, 1996). D’autre part, Rrn3p interagit 
avec l’ARN pol I et forme un complexe actif appelé le complexe Pol I-Rrn3p qui joue un rôle 
très important dans le recrutement de l’ARN pol I au niveau du promoteur (Keener et al, 
1998; Milkereit & Tschochner, 1998; Yamamoto et al, 1996). Le recrutement de l’ARN pol I 
se produit grâce à l’interaction de Rrn3p à la fois avec la sous-unité A43 de la pol I mais aussi 
avec la sous-unité Rrn6p de CF (Peyroche et al, 2000).  
UAF est un complexe multi-protéique formé de Rrn5p, Rrn9p, Rrn10p, Uaf30p et les 
histones H3 et H4 (Keener et al, 1997; Keys et al, 1996; Siddiqi et al, 2001). Des expériences 
de transcription in vitro, utilisant une matrice composée de la totalité du promoteur, ont mis 
en évidence qu’UAF et TBP sont requis en complément de la Pol I, Rrn3 et CF pour atteindre 
de haut niveau de transcription. UAF se lie à l’ « upstream element » engageant la matrice à la 
transcription (Keys et al, 1996). TBP interagit à la fois avec la sous-unité Rrn9p de UAF et la 
sous-unité Rrn6p de CF (Lalo et al, 1996; Lin et al, 1996; Steffan et al, 1996). 
La transcription de l’ADNr débute par la liaison de la Pol I au facteur Rrn3 (TIF-IA) 
formant ainsi la forme active de la Pol I (Milkereit & Tschochner, 1998; Peyroche et al, 2000; 
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Yamamoto et al, 1996). La phosphorylation de pol I est nécessaire pour la formation d’un 
complexe stable entre Rrn3p et pol I pour une initiation de la transcription efficace  (Fath et 
al, 2001). Le dimère Rrn3p-pol I va ensuite s’associer au complexe de pré-initiation déjà 
présent au niveau des séquences promotrices et formé par UAF, TBP et CF (Keener et al, 
1998; Keys et al, 1996; Steffan et al, 1996). 
La structure générale du promoteur de l’ADNr est très similaire chez les différents 
eucaryotes. Chez les mammifères, le facteur « selectivity factor 1 » (SL1) est essentiel et est 
un complexe multiprotéique contenant entre autre la TBP. De même que chez la levure, le 
facteur TIF-IA, homologue de Rrn3p, se lie à la sous-unité A43 de la Pol I et à SL1, 
l’homologue fonctionnel de CF. Ce dernier s’associe à un autre facteur « upstream element 
binding factor » (UBF) qui est un homodimère d’une protéine possédant six boîtes « high-
mobility-group » (HMG). L’identification d’une protéine à boîte HMG chez S. cerevisiae 
impliqué dans la transcription Pol I a permis d’identifier l’homologue fonctionnel de UBF 
(Gadal et al, 2002a). 
(d) Elongation de la transcription 
Suite à l’initiation de la transcription, Rrn3 est relarguée (Milkereit & Tschochner, 
1998). Cette libération n’est pas obligatoire étant donné qu’une souche exprimant une fusion 
de Rrn3p à la sous-unité A43 n’a pas d’effet sur la viabilité ou la croissance cellulaire mais 
empêche la répression de la transcription Pol I (Laferte et al, 2006). D’autr part, TBP et CF se 
dissocient de l’ARN pol I suite à l’initiation ne laissant qu’UAF au niveau du promoteur 
(Aprikian et al, 2001). 
Sur la cartographie des densités en ME, le sous-complexe A49/A34.4 se trouve à la 
surface de l’enzyme proche du canal de l’enzyme (« funnel ») et de la sous-unité A12.2. Des 
analyses in vitro et in vivo de l’enzyme Pol I dépourvue des sous-unités A49 et A34.4 ont 
montré qu’elles sont toutes deux requises pour une activité normale de l’enzyme lors de la 
phase d’élongation (Kuhn et al, 2007). De façon intéressante, la délétion de rpa49 est létale en 
combinaison avec la délétion de la topoisomérase III et non en combinaison avec la délétion 
de la topoisomérase I. En revanche, la délétion de rpa34 est létale avec la délétion de la 
topoisomérase I et non avec celle de la topoisomérase III (Gadal et al, 2002a). En conclusion, 
il est possible que ces deux sous-unités jouent un rôle conjointement avec la topoisomérase I 
et III en réduisant le stress topologique créé lors de la transcription. 
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Récemment, il a été démontré que les facteurs d’élongation Pol II Spt4 et Spt5 
participent à l’élongation de la transcription par l’ARN pol I et que la délétion du gène SPT4 
cause un défaut de maturation du pré-ARNr à température permissive (Schneider et al, 2006). 
De plus, l’introduction d’une mutation dans le site actif de la Pol I (dans la sous-unité A135) 
entraine un défaut de l’élongation de la transcription mais aussi altère la maturation du pré-
ARNr et l’assemblage des ribosomes indiquant l’existence d’un couplage entre la 
transcription Pol I et les étapes de maturation (Schneider et al, 2007). De même que Spt4 et 
Spt5, d’autres facteurs connus comme agissant dans l’élongation de la transcription par 
l’ARN pol II semblent aussi réguler la transcription de l’ADNr par la Pol I, comme le 
complexe Paf1 (Zhang et al, 2009) et le complexe FACT (« Facilitates Chromatin 
Transcription ») (Birch et al, 2009).  
Un autre facteur semble nécessaire à l’élongation de la transcription, la protéine 
Hmo1p. Cette protéine à boîtes HMG devient essentielle en l’absence des sous-unités A49 et 
A34.4 (Gadal et al, 2002a). Elle s’associe à l’ADNr au niveau des régions promotrices mais 
aussi tout le long des gènes ribosomiques (Hall et al, 2006; Kasahara et al, 2007). Enfin, des 
études récentes ont démontré que les régions de gènes de l’ARNr transcriptionnellement 
actives sont associées à la Pol I et Hmo1 (Merz et al, 2008). 
(e) Terminaison de la transcription 
Dans un premier temps, il a été démontré que la transcription par l’ARN pol I se 
terminait 210 nt en aval de l’extrémité 3’ de l’ARNr 25S (Kempers-Veenstra et al, 1986). 
Cependant, le premier pré-ARNr détectable, le pré-ARNr 35S, contient uniquement 14 nt de 
l’ETS3’ suite à un clivage co-transcriptionnel par Rnt1p, l’homologue chez la levure de la 
RNase III bactérienne (Henras et al, 2004a; Kufel et al, 1999). Dans un deuxième temps, des 
expériences complémentaires ont mis en évidence l’existence d’un second site de terminaison 
93 nt en aval de l’extrémité 3’ de l’ARNr 25S, appelé le site + 93. Des analyses de la 
transcription Pol I in vitro et in vivo ont montré qu’environ 90% des transcrits utilisent le site 
+ 93 dépendant de Reb1 (maintenant appelé T1) et les 10% des transcrits pour lesquels la 
terminaison échoue à ce site utilisent un site de terminaison dit de sauvegarde nommé T2. T2, 
correspondant à celui identifié en premier, fut initialement décrit comme situé +210 de la 
séquence du 25S mais des analyses supplémentaires ont permis de déterminer  que T2 se situe 
environ +250 nt en aval de l’extrémité 3’ du 25S (Reeder, 1999; van der Sande et al, 1989). 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 38 : Modélisation de la terminaison de la transcription dépendante de 
l’ARN polymérase I. 
Modèle du rôle de Rat1 comme torpille dans la terminaison de la transcription Pol I. 1- La Pol 
I en cours d’élongation porte le pré-ARNr naissant qui s’assemble co-transcriptionnellement 
avec les facteurs de la biogenèse des ribosomes. 2- La Pol I transcrit au-delà du site de clivage 
Rnt1 situé dans l’IGS1. 3- Le pré-ARNr est co-transcriptionnellement clivé au niveau d’une 
tige-boucle par Rnt1. (4,5) Dans les cellules sauvages, ce clivage permet l’entrée du complexe 
Rat1/Rai1. Ce complexe dégrade le transcrit naissant et rattrape la polymérase, qui s’est 
arrêtée au site T1, stimulant ainsi la terminaison de la transcription. (6,8) En absence de Rat1, 
la polymérase transcrit au-delà du site T1 et se termine à un site T2 lié au RFB. (9,10) En 
absence de Rat1 et de Fob1, la Pol I peut transcrire au-delà du site T2 et de RFB et se termine 
en amont du gène 5S ou dans l’IGS2.  
(Adaptée de El Hage et al, 2008). 
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La terminaison au niveau du site T1 se produit 12-20 nt en amont du site de liaison de la 
protéine Reb1 dans une région riche en T et correspondant aux 10-12 derniers nt des transcrits 
(Reeder & Lang, 1997).  
Durant la transcription PolI, Rnt1 clive le transcrit naissant au milieu d’une structure 
en tige boucle, présente dans l’ETS-3’ au nt +14/15 et +49/50 par rapport à l’extrémité 3’ de 
la séquence du 25S (Kufel et al, 1999). Rnt1 a été détectée au niveau du site de transcription 
de l’ADNr (Henras et al, 2004a). Rnt1 interagit avec l’ARN pol I et  sa délétion diminue la 
transcription de l’ADNr et augmente le nombre de gènes de l’ARNr en conformation ouverte 
(Catala et al, 2008). Suite à la délétion de Rnt1p, la Pol I occulte le site de terminaison T1 et 
s’arrête majoritairement au site T2 (Prescott et al, 2004; Reeder, 1999). De plus, le même 
phénotype est observé avec des souches rnt1-ts (Catala et al, 2008) indiquant que le clivage 
co-transcriptionnel est important pour une terminaison de la transcription efficace. La délétion 
de la sous-unité PolI, Rpa12p (homologue de la sous-unité Rpb9p de la Pol II) qui semble 
jouer un rôle important dans la terminaison de la transcription, provoque le même phénomène 
de « read-through » que les deux souches précédentes (Prescott et al, 2004). 
Enfin, El Hage et ses collègues ont démontré que Rat1p est capital pour le bon 
déroulement de la terminaison de la transcription par l’ARN pol I (El Hage et al, 2008). La 
terminaison de la transcription Pol I semble se dérouler suivant un mode dit de « torpille » 
largement comparable à celui du mécanisme de terminaison de la transcription Pol II (El Hage 
et al, 2008; Kawauchi et al, 2008). Les transcrits d’ARNr naissant sont clivés co-
transcriptionnellement par Rnt1p conduisant à la libération du pré-ARNr pour la maturation 
en ARNr matures. L’exonucléase 5’-3’ Rat1p est alors recrutée à l’extrémité 5’ du produit de 
clivage de Rnt1p. Rat1p dégrade le transcrit restant encore associé à la Pol I avec l’aide de 
l’hélicase Sen1p (Kawauchi et al, 2008). Pour terminer, Rat1p rattrape la Pol I et la 
« torpille » entraînant ainsi la terminaison (Figure 38). 
  
 
 
 
 
Figure 39 : Observation des ADNr en cours de transcription (arbres de Miller). 
Des souches de levure exprimant conditionnellement soit le snoARN U3 ou Utp7 à partir 
d’un promoteur galactose ont été utilisées pour réaliser des étalements de chromatine. 
Souches contrôles (a) dépourvues de snoARN U3 (b) dépourvues de la protéine Utp7 (c).  
(Adaptée de Dragon et al, 2002). 
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3) Les étapes de maturations post-transcriptionnelles de la 
biogenèse des ribosomes 
(a) Formation et maturation des particules pré-90S : 
Pendant longtemps, il était acquis que les evénements de modification et de clivages 
des précurseurs ribosomiques se produisaient une fois la transcription de l’ADNr terminée. 
Or, ces dernières années de recherche ont conduit à l’accumulation de résultats démontrant 
que le pré-ARNr s’associe avec divers snoRNP et protéines impliqués dans sa maturation 
avant même la fin de la transcription.  
En effet, la visualisation par microscopie électronique d’étalements de Miller à partir 
de cellules de Xénope, a permis de déterminer que les « terminal knobs » correspondent à des 
complexes de maturation contenant la snoRNP U3. Ces travaux ont mis en évidence le fait 
que la compaction des transcrits naissants avec la machinerie de maturation se produit de 
façon co-transcriptionnelle (Mougey et al, 1993). D’autre part, la purification de la RNP 
contenant U3 chez S. cerevisiae a conduit à l’identification du « processome » de la petite 
sous-unité formé du snoARN U3 et de 28 protéines parmi lesquelles 10 d’entre elles avaient 
précédemment été caractérisées : les quatre protéines communes aux snoRNP à boîtes C/D 
(Nop1, Nop56, Nop5/58 et Snu13) et six protéines spécifiques de la snoRNP U3 (Sof1, 
Mpp10, Imp3, Imp4, Dhr1, Rrp9). D’autre part, 17 nouvelles protéines, appelées Utp1-17 et 
Rrp5 font partie de la snoRNP U3 (Dragon et al, 2002). La déplétion de U3 ou de la protéine 
Utp7 entraîne la disparition des « terminals knobs » observés à l’extrémité 5’ des transcrits 
naissants suggérant davantage que les « terminal knobs » sont formés par l’assemblage du 
« processome » de la petite sous-unité au cours de la transcription (Figure 39). Enfin, la 
déplétion des protéines Utp inhibe la production de l’ARNr 18S (Dragon et al, 2002). 
De plus, la mutation de facteurs impliqués dans la maturation du pré-ARNr altère 
l’initiation de la transcription (Gallagher et al, 2004). Scheinder et ses collaborateurs ont 
identifié une mutation dans la sous-unité A135 de l’ARN pol I produisant ainsi une enzyme 
défectueuse pour l’élongation (Schneider et al, 2007). In vivo, une souche contenant une telle 
mutation présente une altération des étapes de maturation du pré-ARNr et d’assemblage des 
ribosomes. Comme nous l’avons vu précédemment, le clivage co-transcriptionnel survenant 
dans l’ETS-3’ réalisé par Rnt1p libère la particule 90S contenant le pré-ARNr 35S (Henras et 
al, 2004a; Kufel et al, 1999). Collectivement, ces travaux illustrent le couplage entre les 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 40 : Modélisation de l’assemblage des particules pré-ribosomiques 90S. 
La particule 90S est formée par l’association hiérarchique de blocs indépendants au pré-ARNr 
35S. La liaison de la sous-unité t-UTP au transcrit naissant du pré-ARN (étape1) est requise 
pour l’assemblage ultérieurs des autres composants. Il semble que l’assemblage des t-UTP 
pourrait avoir lieu lors d’une étape plus précoce et indépendante. Cependant, il ne peut être 
exclut que le recrutement de cette sous-unité et des éléments d’assemblage soit simultanés 
(étape 2 ou étape 3). Les autres modules de construction s’associent avec le pré-ARNr 35S à 
travers deux voies d’assemblage indépendantes. Dans un cas (étape 2), la sous-unité 
Pwp2/UTP-B, la snoRNP U3, le complexe Mpp10 et sept autres protéines s’assemblent de 
façon stable au pré-ARNr 35S. Il a été précédemment suggéré que la sous-unité Pwp2/UTP-B 
et la snoRNP U3 s’assembleraient avec le pré-ARNr 35S de façon coopérative. Il reste à 
déterminer si le complexe Mpp10 et les autres protéines de la même voie (Utp20, Bms1, 
Kre33, Nop14, Enp2, Noc4 et Krr1) sont incorporés dans la particule de manière coopérative. 
Dans la deuxième voie d’assemblage (étape 3), Rrp5 lie le pré-ARNr 35S avant le complexe 
UTP-C. 
(Adaptée de Perez-Fernandez et al, 2007). 
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différentes phases de la transcription, la maturation du pré-ARNr et l’assemblage des 
ribosomes.   
Enfin, dans des conditions de croissances favorables pour la levure, il a été établi par 
microscopie électronique qu’environ 50% des transcrits subissent un clivage co-
transcriptionnel séparant les particules pré-40S des particules pré-60S sans formation 
préalable des particules 90S (Osheim et al, 2004). 
Une avancée capitale pour la compréhension de la biogenèse des ribosomes est 
provenue du développement d’une méthode de purification par affinité utilisant une étiquette 
appelée TAP (« Tandem Affinity-Purification ») permettant de déterminer la composition 
biochimique des diverses particules pré-ribosomiques par spectrométrie de masse (Rigaut et 
al, 1999; Tschochner & Hurt, 2003). Utilisant cette méthode, Grandi et al (2002) établirent 
que les 90S sont formées du pré-ARNr 35S, de la snoRNP U3, de facteurs de la sous-unité 
40S (Grandi et al, 2002). Au même moment, le groupe de Baserga caractérisait la 
volumineuse snoRNP U3 (>2 MDa) (Dragon et al, 2002). Un grand nombre de ces facteurs 
ont été démontrés comme interagissant avec le pré-ARNr 35S, en faisant ainsi des 
constituants des particules 90S. Bien que dans un premier temps les données expérimentales 
semblaient indiquer une absence au sein de la particule 90S de facteurs associés à la pré-60S, 
quelques protéines associées aux pré-60S ont par la suite été identifiées comme faisant partie 
de la particule 90S. Parmi celles-ci, Rrp5p, requis pour la maturation des ARNr 5.8S et 18S 
(Venema & Tollervey, 1996), entre dans la composition du « processome » formé par le 
snoRNP U3 (Vos et al, 2004). De plus, de études récentes, utilisant une nouvelle technique de 
purification, ont révélé l’association avec la 90S de la protéine Nop15p, impliquée dans la 
biogenèse de la particule 60S (Oeffinger et al, 2007) laissant entrevoir la possibilité que bien 
d’autres protéines telles que Nop15p puissent être identifiées dans le futur (Henras et al, 
2008). 
Des études récentes ont permis de d’établir que les facteurs de la 90S forment des 
modules séparés s’assemblant de façon séquentielle au pré-ARNr naissant (Krogan et al, 
2004; Perez-Fernandez et al, 2007). Le premier complexe interagissant avec le transcrit 
naissant semble être constitué de sept protéines (Nan1P, Utp10p, Utp4p, Utp8p, Utp5p, 
Utp9p, Utp15p) appelé le complexe « t-UTP ». L’assemblage du complexe « t-UTP » est une 
étape essentielle à l’élaboration de la particule 90S qui semble requérir, par la suite, au moins 
5 sous-complexes additionnels pouvant adopter deux voies d’assemblage indépendantes 
(Figure 40) (Perez-Fernandez et al, 2007). En accord avec cette étude, il avait déjà été 
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démontré qu’il existait un sous-complexe de protéines du « processome » de la petite sous-
unité, appelé t-Utp, capable de s’associer au locus ribosomique en l’absence du snoARN U3. 
De plus la déplétion de ces t-Utp inhibe à la fois la formation de la sous-unité 40S et 60S 
(Gallagher et al, 2004). La particule 90S est formée par l’addition de modules indépendants 
qui semblent s’assembler au pré-ARNr 35S de façon hiérarchisée. Suite à l’association du 
complexe t-Utp, le pré-ARNr lie la sous-unité Pwp2p/UTP-B, le snoRNP U3, le complexe 
Mpp10 et 7 autres protéines. D’autres études ont récemment montré que la protéine Mrd1p se 
lie au pré-ARNr en interagissant avec la sous-unité Pwp2p/UTP-B, le snoRNP U3, le 
complexe Mpp10 et semble nécessaire à l’édification de structures compétentes pour la 
formation de la 90S (Segerstolpe et al, 2008). D’autre part, il semblerait possible que la sous-
unité Pwp2p/UTP-B s’assemble simultanément au pré-ARNr 35S avec le snoRNP U3, le 
complexe Mpp10 (formé de Mpp10p, Imp3p et Imp4p) (Granneman et al, 2003). Dans la 
seconde voie d’assemblage, la liaison de Rrp5 au pré-ARNr 35S est nécessaire à 
l’incorporation du complexe UTP-C dans les particules 90S (Perez-Fernandez et al, 2007). De 
plus, le suivi du « SSU-processome » par l’utilisation de Ch-IP a confirmé que ce dernier se 
condense progressivement pour venir au voisinage de l’extrémité 5’ du gène de l’ARNr 25S 
(Wery et al, 2009). Le « SSU-processome », composé de complexes autonomes, s’assemble 
selon un processus très hierarchisé pour former un complexe catalytiquement actif capable de 
cliver le pré-ARNr. D’autre part, un défaut d’assemblage de ce complexe déclenche les 
mécanismes de contrôle-qualité nucléolaires. Etant donné que Trf5 se co-localise avec les pré-
RNPr naissant, il a été proposé que ces mécanismes de contrôle-qualité nucléolaires sont 
initiés co-transcriptionnellement (Wery et al, 2009). 
Les protéines-r sont retrouvées comme faisant partie des particules pré-ribosomiques 
dans des expériences de purification TAP. Mais leur présence dans les expériences contrôles 
utilisant des souches non étiquetées semble indiquer que ces associations ne sont pas 
authentiques. Récemment, la véracité des associations des protéines-r au 90S fut analysée en 
étiquetant les protéines-r de la petite sous-unité, chez S. cerevisiae. Cette étude a montré que 
la plupart des protéines-r de la petite sous-unité s’associent, bien que faiblement, au pré-
ARNr 35S et que cette association devient plus stable au fur et à mesure que les particules 
90S évoluent pour donner les particules 40S. Une partie des protéines-r sont requises pour les 
clivages du pré-ARNr au site A0, A1 et A2 (Ferreira-Cerca et al, 2007). De façon 
intéressante, chez E. coli, trois de ces protéines S17, S4, S15 (correspondant respectivement à 
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Rps11p, Rps9p, Rps13p, chez la levure) font partie des protéines-r qui s’assemblent en 
premier lors de reconstitution in vitro de la petite sous-unité d’E. coli (Held et al, 1974). 
(b) Les étapes de maturation nucléaires de la particule pré-60S : 
i  Les nombreux clivages conduisant à la libération des formes matures 
de l’ARNr 5.8S et 25S : 
Tandis que l’apparition de l’ARNr 18S ne nécessite plus qu’un seul clivage suite à la 
séparation des particules pré-60S et pré-40S, le chemin vers la libération de l’ARNr 5.8S et 
25S nécessite un nombre important de clivage et l’intervention d’une grande variété de 
nucléases (Figure 28). Le clivage du pré-ARNr 32S au sein de la particule 90S au site A2 
conduit à la séparation des deux voies de maturation de deux futures sous-unités du ribosome, 
la 60S et la 40S. Le composant ARN des particules précoces de la pré-60S est le pré-ARNr 
27SA2 qui peut être maturé suivant deux voies mutuellement exclusives. Soit le pré-ARNr 
27SA2 est directement clivé au site B1L, correspondant à l’extrémité 5’ de la forme longue de 
l’ARNr 5.8S et résultant en l’émergence du pré-ARNr 27SBL, soit le pré-ARNr 27SA2 est 
clivé au site A3 dans l’ITS-1 par une endonucléase, la RNase MRP (Chu et al, 1994; Lygerou 
et al, 1996; Schmitt & Clayton, 1993). La RNase MRP  est constituée d’une molécule d’ARN 
et de neuf protéines (Pop1p, Pop3p, Pop4p, Pop5p, Pop6p, Pop7p, Pop8p, Rpp1p, Snm1p) 
(Chamberlain et al, 1998). Huit de ces protéines sont les composants d’un autre complexe 
RNP responsable de la maturation de l’extrémité 5’ des pré-ARNt, la RNase P, dont la RNase 
MRP  a probablement evolué (Zhu et al, 2006). La composante ARN de la RNase P d’E. coli 
est capable de cliver le pré-ARNt in vitro en l’absence sa protéine (Altman, 1990). Malgré la 
forte présomption que la RNase MRP, à l’image de la RNase P bactérienne, fonctionne 
comme un ribozyme, aucun test in vitro n’a permis de mettre en évidence une telle activité. 
Suite au clivage au site A3, l’extrémité 5’ (B1S) de la forme courte de l’ARNr 5.8S est 
générée grâce à l’activité exonucléolytique 5’-3’ de Rat1p et Xrn1p, produisant ainsi le pré-
ARNr 27SBS (Henry et al, 1994). Les pré-ARNr 27SBL et 27SBS suivent ensuite la même voie 
de maturation. Ils sont clivés par une endonucléase encore inconnue au site C2 dans l’ITS-2 
séparant les pré-ARNr 7SBL et 7SBS et le pré-ARNr 26S qui donneront respectivement les 2 
formes de l’ARNr 5.8S et l’ARNr 25S. L’extrémité 3’ des pré-ARNr 7SBL et 7SBS subit 
l’intervention successive de multiples exonucléases 3’-5’ décrites dans la figure 28 (Allmang 
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et al, 1999; Briggs et al, 1998; de la Cruz et al, 1998; Faber et al, 2002; Mitchell et al, 1997; 
Mitchell et al, 1996; van Hoof et al, 2000a). Suite à ces divers clivages, la cellule possède 
donc deux types de ribosomes, ceux dont la grande sous-unité contient l’ARNr 5.8SL et ceux 
dont la grande sous-unité contient l’ARNr 5.8SS. Il semblerait que ces deux types de 
ribosomes aient la capacité de traduire différents groupes d’ARNm (Schmitt & Clayton, 
1993). L’exonucléase Rex1p, requise dans la formation de l’extrémité 3’ de l’ARNr 5.8S, est 
aussi nécessaire à la production de l’extrémité 3’ de l’ARNr 5S et 25S (van Hoof et al, 
2000a). Enfin, l’extrémité 5’ de l’ARNr 25S mature est produite à l’aide de l’activité 
exonucléolytique 5’-3’ de Rat1p et Xrn1p sur le pré-ARNr 25.5S issu du clivage au site C2 
(Geerlings et al, 2000).   
ii  La composition et le mouvement intranucléaire des particule pré-60S  
Le déroulement complexe de ces clivages exo- et endonucléolytiques successifs  
s’effectue au sein de différentes particules pré-ribosomiques 60S dont la composition en 
protéines varie de façon très dynamique (Bassler et al, 2001; Fatica et al, 2002; Nissan et al, 
2002; Saveanu et al, 2001; Saveanu et al, 2003). Tandis que certaines protéines non-
ribosomiques restent associées à des particules contenant des pré-ARNr à divers stades de 
maturation, d’autres ne s’assemblent à la pré-60S que de façon beaucoup plus transitoire. Au 
fur et à mesure que le pré-ARNr est maturé et que les particules pré-ribosomiques se 
déplacent du nucléole au cytoplasme en transitant par le nucléoplasme, les pré-60S 
successives s’associent à un nombre de protéines non-ribosomiques décroissant (Nissan et al, 
2002). D’autre part, la maturation des particules pré-60S requiert l’intervention d’un très 
grand nombre d’enzymes dont nombre d’entre elles sont nécessaires à la maturation normale 
du pré-ARNr et à l’accumulation de la grande sous-unité 60S. Il s’agit d’hélicases, 
d’ATPases, de GTPases, de méthyl-transférases et de peptidyl-proline isomérases (Henras et 
al, 2008; Kressler et al, 1999). De plus, de récentes expériences, utilisant des mutants 
accumulant différents pré-ARNr et une méthode dérivée du SILAC (Stable Isotope Labelling 
with Amino-acids in Cell culture), ont permis de déterminer la composition des particules pré-
60S précoces, intermédiaires et tardives avant l’export de la pré-60S (Lebreton et al, 2008). 
Ces résultats offrent une vue d’ensemble de la dynamique des interactions survenant lors de la 
maturation de la particule pré-60S. 
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L’association de facteurs à un pré-ARNr donné ou son implication dans un clivage 
donné a permis de suivre et de localiser les différentes particules pré-60S au cours de leur 
transfert du nucléole au cytoplasme. Npa1p est retrouvée dans les particules pré-60S 
contenant le pré-ARNr 27SA2 et participe aux étapes précoces de la maturation de la pré-60S 
(Dez et al, 2004; Rosado & de la Cruz, 2004). La localisation de Npa1p à l’interface du réseau 
fibrillaire et du CG au sein du nucléole permet d’établir qu’au moins une partie des particules 
pré-60S contenant le pré-ARNr 27SA2 adopte cette localisation (Dez et al, 2004). De la 
même façon, l’altération de Rlp7p provoque l’inhibition du clivage C2 dans l’ITS-2. Rlp7p se 
localise au niveau du CG dans le nucléole indiquant que le clivage C2 se déroule à cet endroit 
(Gadal et al, 2002b). Enfin, la déplétion de la protéine Nog2p entraîne un défaut de la 
maturation du 27SB au 7S et conduit à la rétention nucléaire des pré-60S suggérant que 
l’accumulation pourrait avoir lieu dans le nucléoplasme (Saveanu et al, 2001). 
Les protéines Noc, Noc1p, Noc2p et Noc3p jouent un rôle important dans le 
mouvement des particules pré-60S. Noc2p peut interagir aussi bien avec Noc1p que Noc3p 
qui sont respectivement accumulées dans le nucléole et dans le nucléoplasme. Le transport 
des particules pré-60S repose sur l’échange des complexes Noc1p/Noc2p nucléolaires avec 
les complexes Noc2p/Noc3p nucléoplasmiques. Il n’est pas connu si ce système correspond à 
un transport actif ou bien s’il sert à inactiver des signaux de rétention (Milkereit et al, 2001). 
iii  L’importance des interactions protéines/protéines au sein de la 
particule pré-60S en cours de maturation 
La formation de sous-complexes reposant sur des interactions protéines/protéines 
pourrait être une caractéristique de l’architecture et de l’assemblage des particules pré-
ribosomiques. Parmi ces sous-complexes, Nop7p/Erb1p/Ytmp1p sont toutes trois requises 
pour les étapes de clivages conduisant à la libération des formes matures des ARNr 5.8S et 
25S (Pestov et al, 2001). Erb1p interagit directement avec Nop7p et Ymt1p. Erb1p et Nop7p 
sont aussi capables d’interagir avec le pré-ARNr 35S tandis que Ymt1p ne l’est pas. Il 
semblerait que Erb1p et Nop7p s’associent aux particules 90S et ne recrutent Ymt1p qu’au 
stade de pré-60S (Miles et al, 2005). Bien d’autres exemples existent tel que ceux-ci : 
Rlp24p/Nog1p (Saveanu et al, 2003), Rlp24p/Mak11p (Saveanu et al, 2007), les particules 
précoces contenant le complexe formé entre autre de l’hélicase Dbp6p (Rosado et al, 2007), le 
complexe Rix1p/Ipi1p/Ipi3p (Krogan et al, 2004). 
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Les particules pré-60S contiennent l’ATPase de type- AAA apparentée à la chaîne 
lourde de la dynéine, Rea1p, et le complexe Rix1 (Rix1-Ipi1-Ipi3). Rea1p, qui est la plus 
grosse protéine de la levure, semble requis pour la maturation et l’export nucléaire des 
particules pré-60S (Galani et al, 2004). L’observation par microscopie électronique de la 
structure des intermédiaires de la pré-60S présents dans le nucléoplasme a révélé que la pré-
60S adopte une structure ressemblant celle d’un tétard (Nissan et al, 2004). De plus, des 
expériences d’immunolocalisation ont démontré que Rea1p se localise à la queue de cette 
structure tandis que les protéines-r se trouvent à la tête. In vitro, l’ATP induit la dissociation 
de Rea1p des sous-unités pré-60S indiquant que Rea1p et le complexe Rix pourraient être 
responsables d’un changement de conformation de la pré-60S dépendant de l’hydrolyse 
d’ATP. Récemment, l’ATPase de type-AAA, Rix7p, précédemment impliquée dans la 
maturation de la particule pré-60S (Gadal et al, 2001a), a été montré comme capable 
d’interagir avec la protéine Nsa1p et semble participer à la restructuration de la pré-60S avant 
son transit vers le cytoplasme (Kressler et al, 2008). En effet, la mutation de Rix7p entraîne la 
fuite du facteur Nsa1p vers le cytoplasme où il reste associé avec des sous-unités 60S 
aberrantes. Rix7p est donc nécessaire à la libération de Nsa1p afin que les dernières étapes de 
maturation des particules pré-60S puissent avoir lieu (Kressler et al, 2008).  
(c) Les étapes de maturation nucléaires de la particule pré-40S : 
La pré-40S apparaît suite au clivage du pré-ARNr 32S au site A2 (dans l’ITS-1). Lors 
de la transition de la particule 90S à la particule pré-40S, la majeure partie des protéines non-
ribosomiques présentes dans la 90S se dissocie laissant alors peu de facteurs associés à la pré-
40S (Schafer et al, 2003). Parmi ces facteurs, Dim1p, Dim2p, Enp1p, Hrr25p, Nob1p, Prp43p, 
Rrp12p et Tsr1p sont déjà présentes dans la 90S. En revanche, Ltv1p, Rio1p, Rio2p prennent 
part à la pré-40S suite au clivage A2. Tandis que l’association de Ltv1p et Pfa1p au pré-ARN 
20S semble de toute évidence se produire dans le noyau, le lieu d’assemblage  de Rio1p et 
Rio2p aux pré-40S est encore sujet à débats. Le mode de recrutement des protéines non-
ribosomiques reste très mal connu. L’incorporation des protéines Enp1p, Rio2p et Tsr1p aux 
pré-40S nécessite la protéine-r Rsp19p. 
Enfin, Ltv1p, Enp1p et Rps3p, qui peuvent être phosphorylées in vivo, semblent 
former un sous-complexe au sein de la pré-40S, étant donné que de fortes concentrations en 
sels conduisent à la libération de ces trois protéines sous la forme d’un complexe. La 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 41 : Illustration de certaines étapes de la maturation cytoplasmique de la 
particule pré-60S. 
Ces événements de maturation se déroulent dans le cytoplasme et sont requis pour la 
libération de Tif6p de la particule pré-60S chez la levure S. cerevisiae. 
(Adaptée de Henras et al, 2008). 
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phosphorylation de Ltv1p, Enp1p et Rps3p in vitro entraîne leur dissociation de particules 
pré-ribosomiques. De plus, dans des souches dépourvues de Hrr25p (isoforme de la kinase I 
de la caséine), Enp1p et Rps3p ne sont pas phosphorylées et restent associées aux particules 
pré-40S. Les auteurs ont proposé que la présence de groupements phosphates chargés 
négativement dans Ltv1p, Enp1p et Rps3p affaiblit in vivo leur association avec la pré-40S 
par répulsion électrostatique. Sachant que la déplétion de Hrr25p inhibe l’export nucléaire de 
la pré-40S, il semblerait que la phosphorylation de Ltv1p, Enp1p et Rps3p soit nécessaire à la 
formation d’une structure compétente pour le passage à travers le pore nucléaire (Schafer et 
al, 2006). 
(d) Evénements de maturation de la grande sous-unité dans le 
cytoplasme : 
Les particules pré-60S, entrant dans le cytoplasme, ne sont pas directement 
incorporées dans les polysomes et doivent subirent des étapes de maturation dans le 
cytoplasme nécessaires pour l’acquisition de leur compétence à traduire l’ARNm (Warner, 
1971). Durant ces étapes, les dernières protéines-r, comme Rlp24p, s’associent à la pré-60S et 
les facteurs non-ribosomiques, ayant été exportés avec les pré-60S, vont être libérés grâce à 
l’intervention d’ATPases et de GTPases. Par exemple, la libération de la protéine adaptatrice 
d’export, Nmd3p, de la pré-60S cytoplasmique et son retour dans le noyau sont des 
événements essentiels pour le transport de la particule pré-60S. La protéine-r Rlp10p, son 
partenaire Sqt1p et la GTPase cytoplasmique Lsg1p sont requis pour la dissociation de 
Nmd3p de la pré-60S cytoplasmique. Il a été proposé que l’association de Rlp10p à la pré-60S 
cytoplasmique soit un pré-requis pour la dissociation de Nmd3p orchestrée par la GTPase 
Lsg1p (Hedges et al, 2005; West et al, 2005). Cependant, l’association de Rlp10p à la pré-60S 
dans le cytoplasme reste un sujet controversé étant donné que cette protéine est capable d’être 
importée dans le noyau grâce à sa séquence NLS (Gadal et al, 2001b). 
D’autres facteurs, tels que Drg1p, Efl1p, Jjj1p et Rei1p, ont été identifiés comme étant 
important à la maturation cytoplasmique de la pré-60S. Par exemple, l’AAA-ATPase Drg1p 
se dissocie de la pré-60S avant que Lsg1p et Rei1p ne s’associent et cette dissociation est 
requise pour la liaison de Rei1p aux particules pré-60S. Il semble donc que Drg1 intervient 
très tôt dans les étapes de maturations cytoplasmiques (Pertschy et al, 2007). La figure 41 
schématise l’intervention de certains facteurs dans la maturation cytoplasmique de la pré-60S. 
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(e) Evénements de maturation de la petite sous-unité dans le 
cytoplasme : 
i  La diméthylation cytoplasmique de l’ARNr 18S : 
La formation de la petite sous-unité du ribosome est plus rapide que celle de la grosse. 
Chez S. cerevisiae, la petite sous-unité est exportée sous une forme encore partiellement 
mature étant donné que le clivage du pré-ARN 20S en ARNr 18S n’a pas encore eu lieu. Une 
fois exporté, le pré-ARNr 20S est diméthylé au niveau des deux bases adénine adjacentes 
(A1779 et A1780 chez S. cerevisiae) à l’extrémité 3’ de l’ARNr 18S (Brand et al, 1977). La 
modification de ces bases est conservée des bactéries jusqu’à l’Homme et est catalysée par la  
diméthylase Dim1p chez la levure (Lafontaine et al, 1994). Bien que la diméthylation soit un 
processus cytoplasmique, Dim1p est associée à la particule 90S dans le nucléole et sa 
déplétion entraîne une inhibition des clivages précoces A1 et A2 (Lafontaine et al, 1995). Une 
souche exprimant une version de Dim1p incapable de diméthyler le pré-ARNr 20S (dim1-2) 
ne présente pas de défaut de croissance et de la maturation du pré-ARNr (Lafontaine et al, 
1998b). Ces résultats indiquent que la fonction enzymatique de Dim1p est dissociée de son 
rôle dans la maturation des précurseurs ribosomiques, ce dernier rendant Dim1p essentiel à la 
biogenèse des ribosomes. Malgré le fait que la diméthylation ne soit pas indispensable in vivo, 
des tests de traduction in vitro ont permis d’établir que cette modification de l’ARNr 18S est 
requise pour la fonction optimale de la sous-unité 40S au sein du ribosome (Lafontaine et al, 
1998b). 
La protéine Dim2p contient un domaine appelé « K homology » (KH) qui est un 
domaine de liaison à l’ARN et est nécessaire à la diméthylation du pré-ARNr 20S (Vanrobays 
et al, 2004). De plus, la déplétion de ce facteur conduit, de même que la déplétion de Dim1p, 
à un défaut de maturation du pré-ARNr. La co-immunoprécipition de Dim2p et Dim1p  
suggère que Dim2p recrute Dim1p dans les particules 90S via une interaction directe avec le 
pré-ARNr 35S grâce à son domaine de liaison à l’ARN (Vanrobays et al, 2004). 
Enfin, la diméthylation des résidus adéniliques du pré-ARNr 20S étant un événement 
cytoplasmique, la purification de particules pré-ribosomiques à l’aide de cette modification a 
permis l’identification des facteurs associés aux particules pré-40S cytoplasmiques tels que 
Dim1p, Dim2p, Enp1p, Hrr25p, Nob1p, Rio2p, Rrp12p et Tsr1p (Fatica et al, 2003; Oeffinger 
et al, 2004; Schafer et al, 2003; Vanrobays et al, 2004) 
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ii  Clivage cytoplasmique du pré-ARNr 20S : 
Chez S. cerevisiae, le dernier clivage conduisant à la production de l’ARNr 18S se 
déroule dans le cytoplasme grâce à une coupure endonucléolytique du pré-ARNr 20S au site 
D, à la jonction entre l’extrémité 3’ de l’ARNr 18S et l’extrémité 5’ de l’ITS-1. De même, 
dans des cellules humaines et murines, le pré-ARNr 18S-E, contenant une extension de 20 à 
30 nt, est clivé dans le cytoplasme pour produire l’ARNr 18S mature (Rouquette et al, 2005). 
La protéine Nob1p est requise pour la conversion du pré-ARNr 20S en ARNr 18S 
(Fatica et al, 2003) et possède un domaine PIN présentant une homologie structurale à la 
RNase H du phage T4 et aux endonucléases « flap » (Arcus et al, 2004; Fatica et al, 2004). 
Cependant, la reproduction du clivage D in vitro n’a jamais été réalisée (Henras et al, 2008). 
D’autre part, la délétion de la protéine Fap7p inhibe le clivage du pré-ARNr 20S au 
site D. Contrairement à Nob1p, Fap7p ne présente pas d’homologie avec les nucléases 
connues jusqu’à présent mais fait partie de la famille des kinases caractérisées par un domaine 
de fixation du nucléotide de type « P-loop » (Granneman et al, 2005). Bien que Fap7p ne 
présente aucune activité enzymatique in vitro, la mutation des motifs Walker A et B inhibe la 
croissance et la maturation du pré-ARNr 20S, indiquant que l’hydrolyse de NTP pourrait être 
requise pour le clivage au site D (Granneman et al, 2005).  
Deux autres protéines, Rio1p et Rio2p, sont des membres de la famille conservée des 
protéines kinases atypiques, les protéines RIO, et possèdent une activité kinase in vitro. Leur 
déplétion entraîne une accumulation cytoplasmique du pré-ARNr 20S signifiant qu’elles sont 
toutes deux requises pour la production de l’ARNr 18S (Vanrobays et al, 2003). D’autre part, 
il a été démontré que leur activité kinase est essentielle in vivo à la maturation du pré-ARNr 
20S (Angermayr & Bandlow, 2002; Angermayr et al, 2002; Geerlings et al, 2003). 
Collectivement, ces résultats suggèrent que la phosphorylation  de substrats, encore inconnus 
et catalysée par les kinases RIO, soit nécessaire au dernier clivage cytoplasmique du pré-
ARNr 20S. 
Plusieurs protéines-r de la petite sous-unité sont impliquées dans la maturation 
cytoplasmique du pré-ARNr 20S et notamment, Rps14p qui est en complément aussi requise 
pour les étapes précoces de maturation du pré-ARNr (Ferreira-Cerca et al, 2005; Jakovljevic 
et al, 2004). En effet, tandis que l’altération de l’extension C-terminale de Rps14p conduit a 
une accumulation cytoplasmique du pré-ARNr 20S, la déplétion de cette même protéine 
59 
 
affecte les étapes précoces de maturation du pré-ARNr conduisant à la perte de 
l’accumulation de pré-ARNr 20S (Ferreira-Cerca et al, 2005; Jakovljevic et al, 2004).  
iii  Incorporation des protéines-r au sein la petite sous-unité 40S : 
Récemment, Schäfer et ses collaborateurs ont fait l’observation que Rsp3p peut être 
dissociée des particules pré-40S purifiées suite à des lavages à fortes concentrations en sels 
(100mM MgCl2) tandis qu’elle reste associée à la 40S mature dans les mêmes conditions. En 
adéquation avec ces observations, il avait déjà été observé que plusieurs protéines de la petite 
sous-unité s’associent de façon plus stable avec l’ARNr 18S qu’avec le pré-ARNr 20S 
(Ferreira-Cerca et al, 2007). De plus, des analyses par microscopie électronique ont mis en 
évidence une différence structurale majeure ; en effet, la sous-unité 40S possède une structure 
en forme de bec, résultant de la saillie vers l’extérieur de l’hélice 33 de l’ARNr 18S,  qui est 
absente de la pré-40S. Son absence des pré-40S pourrait faciliter le passage de cette dernière à 
travers le pore nucléaire. Dans des cellules dépourvues de la kinase Hrr25p, Rps3p n’est pas 
incorporé de façon stable au sein des sous-unités 40S. Les auteurs ont démontré qu’un cycle 
de phophorylation/déphosphorylation de Rps3p permet à des particules pré-40S purifiées 
d’acquérir le « bec » et une association résistante aux fortes concentrations de sels. La 
phosphorylation de Rps3p par Hrr25p et sa déphosphorylation sont nécessaires à 
l’incorporation définitive de cette protéine–r dans la sous-unité 40S mature et la formation de 
cette structure en forme de bec. Le retrait du groupement phosphate suite à la 
déphosphorylation de Rps3p semble permettre à Rsp3p d’interagir de façon plus stable avec 
l’ARNr 18S (Schafer et al, 2006). Ces expériences n’ont pas permis d’identifier la 
phosphatase responsable de la  déphosphorylation de Rps3p. De plus, il n’y a pas, pour le 
moment, de preuves directes que la phosphorylation se déroule bien dans le noyau et que la 
déphosphorylation quant à elle a lieu dans le cytoplasme. 
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Le nombre et la diversité des facteurs impliqués dans la biogenèse des ribosomes sont 
un fait remarquable de ce processus. Parmi ces facteurs, il y a aussi des snoRNP. Bien que la 
majorité des snoRNP C/D et H/ACA guident les modifications post-transcriptionnelles du 
pré-ARNr, il existe un petit groupe de snoRNP qui sont impliquées dans les étapes de clivages 
du pré-ARNr. Contrairement aux ARN guides de modification, ils sont essentiels à la survie 
de la cellule. Le clivage co-transcriptionnel survenant dans l’ETS3’(Rnt1p) et le clivage au 
site A3 réalisé par la RNAse MRP sont les seuls clivages ne nécessitant pas l’intervention de 
co-facteurs in vitro. (Venema & Tollervey, 1999). En revanche, tous les autres clivages 
endonucléolytiques ont besoin de nombreux co-facteurs et notamment les snoRNP. Ces 
snoRNP ne semblent pas posséder d’activité endonucléolytique propre et semblent 
fonctionner comme des chaperons, facilitant le repliement correct du pré-ARNr. Mais, il a 
aussi été envisagé que ces snoRNP recrutent une endonucléase ou d’autres facteurs essentiels 
pour le clivage du pré-ARNr. Font partie de cette classe de snoARN : le snoARN U3, U14, 
U8, U22, snR10 et snR30/U17. Dans le chapitre suivant, je décrirai les travaux destinés à 
élucider les mécanismes moléculaires à la base du rôle de ces snoRNP dans la maturation du 
pré-ARNr.
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III. Chapitre 3 : Les snoARN et la maturation des pré-
ARN. 
Le nombre et la diversité des facteurs impliqués dans la biogenèse des ribosomes sont 
un fait remarquable de ce processus. Parmi ces facteurs, il y a aussi des snoRNP. Bien que la 
majorité des snoRNP C/D et H/ACA guident les modifications post-transcriptionnelles du 
pré-ARNr, il existe un petit groupe de snoRNP qui sont impliquées dans les étapes de clivages 
du pré-ARNr. Contrairement aux ARN guides de modification, ils sont essentiels à la survie 
de la cellule. Le clivage co-transcriptionnel survenant dans l’ETS3’(Rnt1p) et le clivage au 
site A3 réalisé par la RNAse MRP sont les seuls clivages ne nécessitant pas l’intervention de 
co-facteurs in vitro. (Venema & Tollervey, 1999). En revanche, tous les autres clivages 
endonucléolytiques ont besoin de nombreux co-facteurs et notamment les snoRNP. Ces 
snoRNP ne semblent pas posséder d’activité endonucléolytique propre et semblent 
fonctionner comme des chaperons, facilitant le repliement correct du pré-ARNr. Mais, il a 
aussi été envisagé que ces snoRNP recrutent une endonucléase ou d’autres facteurs essentiels 
pour le clivage du pré-ARNr. Font partie de cette classe de snoARN : le snoARN U3, U14, 
U8, U22, snR10 et snR30/U17. Dans le chapitre suivant, je décrirai les travaux destinés à 
élucider les mécanismes moléculaires à la base du rôle de ces snoRNP dans la maturation du 
pré-ARNr. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 42 : Représentation schématique de la maturation de l’extrémité 3’ du 
snoARN U3. 
La queue poly-U, la structure en tige-boucle dans la séquence adjacente 3’ et dans l’intron 
sont indiqués dans le schéma ci-dessus.  
(Adaptée de Kufel et al, 2000). 
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1) snoARN à boîtes C/D impliqués dans la maturation des pré-
ARNr 
(a) Le snoARN U3 
i  La maturation du pré-snoARN U3 
Le snoARN U3 est l’un des snoARN les plus abondants dans la cellule et fait partie 
des rares snoARN requis pour les étapes de clivages du pré-ARNr. U3 est un snoARN à 
boîtes C/D. Il est transcrit par la polymérase II à partir d’un gène indépendant, sous la forme 
d’un précurseur présentant une extension 3’. Chez la levure, l’observation, en absence de 
l’endonucléase Rnt1p, de longs précurseurs a permis de déterminer que cette enzyme est aussi 
requise pour la formation de l’extrémité 3’ de U3 (Kufel et al, 2000). Suite au clivage par 
Rnt1p, l’extrémité 3’ du snoARN U3 est dégradée par une activité exonucléolytique et la 
liaison de la protéine Lhp1p (homologue de la protéine La) et des protéines LSm protège le 
snoARN d’une dégradation totale par une digestion exonucléolytique de l’extrémité 3’ (Kufel 
et al, 2000; Kufel et al, 2003). Enfin, l’exosome digère le pré-ARN U3 afin de produire 
l’extrémité 3’ mature (Figure 42).  
Ces expériences ont mis en évidence une grande similarité des mécanismes 
moléculaires conduisant à la formation de l’extrémité 3’ des snoARN et des snARN U1, U2, 
U4 et U5. Dans chacun des cas, le clivage de l’extension 3’ du snoARN ou du snARN par 
l’endonucléase Rnt1p crée un point d’entrée aux exonucléases (Abou Elela & Ares, 1998; 
Allmang et al, 1999; Chanfreau et al, 1997; Kufel et al, 2000; Seipelt et al, 1999).La 
formation de l’extrémité 3’ des snARN nécessite aussi l’intervention de l’exosome (Allmang 
et al, 1999; van Hoof et al, 2000b). En effet, dans le cas des pré-snARN U4 et U5, les produits 
de clivage par Rnt1p sont digérés par le complexe de l’exosome avant d’être rognés par des 
exonucléases de la famille Rex1-3p et le composant de l’exosome Rrp6p afin de générer les 
snARN matures (van Hoof et al, 2000a). La protéine Lhp1 est aussi associée au pré-snARN 
U1, U2, U4 et U5, chez la levure (Xue et al, 2000). Cependant, la protéine Lhp1p a été 
proposée comme fonctionnant en tant que co-facteur de l’assemblage des snARN avec les 
protéines Sm. 
  
 
Figure 43 : Structure secondaire du snoARN U3 de S.cerevisiae. 
(Adaptée de Samarsky et al, 1998). 
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De plus, il a été démontré que l’exosome participe aussi aux processus de surveillance 
de l’ARN visant à l’élimination d’ARN aberrantes ayant été maturé de manière incorrect ou 
incomplète (Bousquet-Antonelli et al, 2000). Ces ARN peuvent être exclusivement dégradés 
via les activités exonucléolytiques de l’exosome nucléaire ou par la RNase III suivi d’une 
digestion exonucléolytique (Danin-Kreiselman et al, 2003). Il semble que la dégradation des 
ARN par l’exosome est stimulée par la polyadénylation de l’extrémité 3’ des ARN subtrats 
(Kadaba et al, 2004). Des études biochimiques ont révélé que Trf4, une poly(A)-polymérase, 
fait partie d’un complexe contenant les protéines Air1/2p et l’helicase Mtr4p et possédant une 
activité de polyadénylation in vitro (LaCava et al, 2005; Vanacova & Stefl, 2007). De 
manière, plus générale, la polyadénylation réalisée par Trf4p est aussi impliquée dans la 
dégradation des transcrits cryptiques synthétisées par l’ARN pol II (Wyers et al, 2005).  
Récemment, il a été suggéré que Trf4 et Trf5 stimulent les activités de l’exosome nuclaire 
aussi bien dans la dégradation d’ARN aberrants que pour les événements de maturation des 
transcrits primaires (Egecioglu et al, 2006).      
ii  Rôle du snoARN U3 dans la maturation du pré-ARNr 
Des travaux réalisés chez la levure ont montré qu’en l’absence du snoARN U3, les 
extrémités 5’ des arbres de Miller disparaissent (Dragon et al, 2002). De plus, la déplétion du 
snoARN U3, chez S. cerevisiae, entraîne une inhibition des clivages endonucléolytiques 
précoces du pré-ARNr au site A0, A1 et A2 (Hughes & Ares, 1991). La déplétion de l’ARN 
U3 conduit à la production du pré-ARNr 23S suite au clivage au site A3 qui ne sera pas 
transformé en ARNr 18S mais qui sera rapidement dégradé. Le rôle de la snoRNP U3, chez 
les Eucaryotes supérieurs, est très similaire. Un clivage dans l’ETS-5’ du pré-ARNr des 
mammifères qui peut être produit in vitro est supprimé lorsque U3 est déplété des extraits 
(Kass et al, 1990). De plus, U3 est requis pour les clivages dans l’ETS -5’, à l’extrémité 5’ de 
l’ARNr 18S mature et au sein de l’ITS1 des pré-ARNr de Xénope (Borovjagin & Gerbi, 
1999; Borovjagin & Gerbi, 2001; Borovjagin & Gerbi, 2005; Savino & Gerbi, 1990). 
Des expériences de mutagenèses chimiques ainsi que des comparaisons 
phylogénétiques du snoARN U3 ont permis de proposer une structure secondaire de l’ARN 
U3, conservée chez la levure et le Xénope,  formée de deux domaines (I et II), séparé par une 
région simple brin appelée « hinge » (Figure 43) (Borovjagin & Gerbi, 2000; Samarsky & 
Fournier, 1998). Le domaine II, contenant les boîtes C et D, ne comporte pas de séquence 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 44 : Appariement entre le snoARN U3 et le pré-ARNr 35S chez la 
levure. 
L’appariement du snoARN U3 avec le pré-ARNr 35S chez la levure est probablement requis 
pour la formation du pseudo-nœud de l’ARN 18S. Les protéines potentiellement impliquées 
dans les transitions entre les trois structures sont indiquées. A- Structure secondaire du 
snoARN U3 libre. B- Le snoARN U3 lié au pré-ARNr 35S. Chez la levure, seule la formation 
des deux hélices, II et V, a été confirmée par des expériences de mutations compensatoires. 
C- Structure du pseudo-nœud de l’ARN 18S. 
(Adaptée de Henras et al, 2008).   
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capable de s’hybrider avec le pré-ARNr mais en revanche il lie la majeure partie des protéines 
formant la snoRNP U3. Et bien que faisant partie des snoARN à boîtes C/D, U3 ne guide pas 
la 2’-O méthylation d’ARN cible.  
En revanche, il n’y a pas de travaux ayant montré que la snoRNP U3 possède une 
activité endonucléolytique propre mais il semble plutôt qu’il joue un rôle de chaperon 
orchestrant le repliement correct de l’ARNr 18S. Le repliement du pré-ARNr et l’assemblage 
des particules pré-ribosomiques sont des processus enchevêtrés et interdépendants qui sont 
nécessaires au bon déroulement des étapes de clivage du pré-ARNr. De nombreuses études 
ont démontré que le snoARN U3 interagit avec le pré-ARNr par appariement de bases et il a 
été proposé qu’il interagit avec l’ETS-5’ via deux interactions distinctes impliquant des 
régions simples brin du snoARN U3, appelé les régions « hinge » (Borovjagin & Gerbi, 
2000). L’utilisation de mutations compensatoires, chez la levure ainsi que chez le Xénope a 
permis de déterminer que ces interactions (hélices V et VI) sont importantes pour les clivages 
précoces du pré-ARNr et pour la production de l’ARNr 18S et sont probablement impliquées 
dans l’amarrage initial de la snoRNP avec le pré-ARNr (Beltrame & Tollervey, 1995; 
Borovjagin & Gerbi, 2004; Borovjagin & Gerbi, 2005). De plus, il a été démontré que la 
nucléoline (phosphoprotéine) interagit avec le snARN U3 et qu’elle est requise pour 
l’amarage de U3 à l’ETS-5’, chez les eucaryotes supérieurs (Ginisty et al, 1998). 
Il a aussi été proposé que le snoARN U3 puisse interagir via les boîtes conservées A et 
A’ avec des séquences du pré-ARNr plus an aval et faisant partie de la séquence de l’ARNr 
18S (Hughes, 1996; Mereau et al, 1997). Ces séquences sont impliquées dans la formation du 
pseudo-nœud conservé qui organise le repliement de l’ARNr 18S (Figure 44). Les deux 
séquences de l’ARNr 18S entrant dans la formation de ce pseudo-nœud sont séparées de plus 
de 1 kb dans la séquence primaire et donc la séquence en amont entrant dans la formation du 
pseudo-nœud va être transcrite bien avant la seconde. Il a été proposé que la liaison du 
snoARN U3 à la séquence la plus en amont permettrait d’éviter que cette dernière ne forme 
des interactions non souhaitées en attendant la transcription des séquences auxquelles elle 
s’hybridera. La liaison du snoARN U3 pourrait aussi faire en sorte de rapprocher les deux 
séquences interagissant dans la structure en pseudo-nœud. Le snoARN U3 fonctionnerait 
donc comme un chaperon facilitant le repliement du pré-ARNr. Cependant, ce modèle, 
communément accepté, n’a pas été vérifié expérimentalement. Chez la levure, des 
expériences de mutations compensatoires ont confirmé que la boîte A de U3 se lie à la 
séquence présente dans la région amont du pseudo-nœud et que cette interaction (hélice II) est 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 45 : Structure secondaire proposée du snoARN ubiquitaire à boîtes C/D 
U14. 
A- U14 possède quatre séquences et une structure en tige-boucle conservées au cours de 
l’évolution. Les éléments universels sont les domaines A et B (13 et 14 nucléotides) qui sont 
complémentaires à des séquences conservées de l’ARNr 18S et les boîtes C/D. La tige-
boucle, appelé domaine Y, est présent chez les levures et les plantes mais absent chez les 
vertébrés. Les domaines A et B sont essentiels pour l’activité d’U14 alors que les boîtes C/D 
ainsi que les tiges-boucles sont nécessaires à l’accumulation du snoARN U14. B- 
Schématisation de l’appariement potentiel entre U14 et l’ARNr 18S. Les séquences d’ARNr 
complémentaires aux domaines A et B sont présents dans une région de l’ARNr 18S. Comme 
illustré ci-dessus, l’appariement avec le domaine B pourrait abolir la formation d’une tige-
boucle contenant la séquence de l’ARNr. La séquence complémentaire au domaine A se situe 
à 83nt de l’extrémité 5’ de la forme mature du 18S. La perte du snoARN U14 inhibe 
l’accumulation de l’ARNr 18S.  
(Adaptée de Liang et Fournier, 1995). 
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requise pour la maturation du pré-ARNr et l’accumulation de l’ARNr 18S (Sharma & 
Tollervey, 1999). En revanche, l’interaction proposée entre la boîte A et la région de l’ARNr 
18S en aval n’a pas pu être confirmée (Sharma & Tollervey, 1999).  
Est-il possible que les protéines associées au snoARN U3 au sein de la particule 90S 
possèdent une activité endonucléolytique ? 
Il a été proposé qu’une des protéines associée U3, Rcl1p, pourrait être une 
endonucléase (Billy et al, 2000). En revanche, aucune preuve expérimentale n’existe pour le 
moment. La liaison à l’ARN U3 au sein de la particule 90S nécessite l’interaction de Rcl1p 
avec la GTPase Bms1p qui se lie directement à U3 et à Rcl1p (Gelperin et al, 2001; Karbstein 
& Doudna, 2006; Karbstein et al, 2005; Wegierski et al, 2001). La liaison de GTP à Bms1p 
augmente son affinité pour Rcl1p tandis que la liaison de GDP est sans effet. De plus 
l’association de Rcl1p à Bms1p augmente son affinité pour U3 (Karbstein et al, 2005). Les 
auteurs ont donc proposé que Bsm1p lié au GTP s’associe à Rcl1p et que ce complexe 
s’associe à la particule 90S via la liaison de Bms1p avec le snoARN U3. Enfin, il est possible 
qu’un changement conformationnel survienne entraînant l’hydrolyse du GTP. Cette hydrolyse 
pourrait conduire à la dissociation de Rcl1p de la particule 90S, elle-même provoquant à son 
tour la dissociation de la GTPase  de l’ARN U3 (Karbstein et al, 2005). 
Les interactions de U3 avec le pré-ARNr semblent être modulées par des protéines 
possédant des activités hélicase. Ansi, sur la base de travaux réalisés in vitro, il a été proposé 
que les protéines Imp3p et Imp4p, se liant directement à U3, pourraient stabiliser l’interaction 
de U3 et de l’ETS-5’ de levure (Gerczei & Correll, 2004). Durant la formation du pseudo-
nœud de l’ARNr 18S, une hélicase, Dhr1p, pourrait moduler les interactions ARN-ARN 
(Colley et al, 2000). Enfin, l’helicase Has1p semble intervenir dans la libération du snoARN 
U3 du pré-ARNr, étant donné que la déplétion de cette protéine entraîne la rétention de U3 
dans des complexes de hauts poids moléculaires (Liang & Fournier, 2006).      
(b) Le snoARN U14 
De même que pour U3, le snoARN U14 est retrouvé chez la levure et chez les 
Vertébrés où il participe à la maturation du pré-ARNr. En revanche, contrairement à U3, U14 
guide la méthylation de l’ARNr 18S (Dunbar & Baserga, 1998; Li et al, 1990). U14 a 
initialement été identifé comme un ARN capable de former une interaction de 14 nt de long 
avec l’ARNr 18S (Maxwell & Martin, 1986). Par la suite, il fut aussi identifié chez S. 
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cerevisiae, Xenopus laevis, le rat  et l’Homme (Trinh-Rohlik & Maxwell, 1988; Zagorski et 
al, 1988). Le snoARN U14 de levure est 40 nt plus long que son homologue vertébré et est 
requis pour les étapes de clivages précoces du pré-ARNr et pour la production de l’ARNr 18S 
(Li & Fournier, 1992). U14 de levure et de vertébrés contient, en plus des boîtes C et D, deux 
motifs conservés, les domaines A et B (Figure 45). Le domaine A est localisé au milieu de 
l’ARN U14 tandis que le domaine B se trouve juste en amont de la boîte D (Jarmolowski et 
al, 1990). Tandis que la mutation des boîtes C et D entraîne une inhibition de l’accumulation 
de l’ARN U14, la mutation du domaine A est sans conséquence sur les niveaux 
d’accumulation du snoARN U14 mais en revanche inhibe l’accumulation de l’ARNr 18S, 
indiquant que ce domaine est requis pour la maturation du pré-ARNr (Jarmolowski et al, 
1990). L’utilisation d’expériences de mutations compensatoires a mis en évidence que le 
domaine A s’hybride à l’ARNr 18S et est indispensable à la production de l’ARN 18S (Li & 
Fournier, 1992; Liang & Fournier, 1995). En revanche, le domaine B n’est pas requis pour la 
synthèse de l’ARNr 18S (Li & Fournier, 1992) et , comme cela a été démontré chez le 
Xénope, il fonctionne dans la 2’-O méthylation de l’ARNr 18S (Dunbar & Baserga, 1998). 
De même que pour le snoARN U3, ces interactions U14/18S sont susceptibles de 
nécessiter l’intervention d’hélicases à ARN. Allant dans ce sens, les défauts de maturation 
observés dans les mutants du snoARN U14 peuvent être supprimés grâce à la surexpression 
de l’ARN hélicase Dbp4 (Liang & Fournier, 1997). 
Le snoARN U14 remplit un double rôle dans la biogenèse des ribosomes utilisant ses 
activités de guides dans la réalisation de deux fonctions différentes, celle de maturation et 
celle de modification  du pré-ARNr,  illustrant la diversité fonctionnelle pouvant exister au 
sein d’un même ARN. 
(c) Le snoARN U22 
Ce snoARN à boîtes C/D est spécifique des Vertébrés et est exprimé à partir d’un 
intron. L’utilisation d’oligonucléotides antisens a démontré que U22 est essentiel pour la 
maturation de l’ARNr 18S chez le Xénope (Tycowski et al, 1994). Chez le Xénope, la 
déplétion du snoARN U22 conduit à l’apparition d’un pré-ARNr 20S allongé à chacune de 
ces extrémités qui ne peut pas être clivé en ARNr 18S. L’accumulation de l’ARNr 18S est 
restaurée suite à l’injection du snoARN U22 transcrit in vitro, démontrant le rôle de ce 
snoARN dans la maturation de l’ARNr 18S (Tycowski et al, 1994). Malgré le fait que la 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 46 : Structure secondaire proposée du snoARN U8 des vertébrés et ses 
interactions avec les pré-ARN 32S. 
A- Structure secondaire du snoARN U8. Les boîtes conservées C/D et C’/D’ sont indiquées. 
B- Schématisation des multiples interactions proposées entre les snoARN U8 et les pré-ARNr 
32S chez la souris. Le snoARN U8 est coloré en rouge, l’ARNr 28S en bleu et l’ARNr 5.8S 
en jaune. Deux flèches indiquent les extrémités 5’ et 3’ de l’ITS2. L’annotation V13 désigne 
un domaine divergent dans la partie centrale de la séquence de l’ARNr 28S. 
(Adaptée de Michot et al, 1999). 
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fonction du snoARN U22 soit connue depuis plusieurs années, la façon dont il contribue à la 
maturation de l’ARNr 18S reste encore inconnue.     
(d) Le snoARN U8 
Pour le moment le snoARN U8 est le seul snoARN essentiel aux étapes de clivages 
des ARNr de la grande sous-unité, l’ARNr 5.8S et 25S (Peculis & Steitz, 1993). De même 
que U3, le snoARN à boîtes C/D est transcrit à partir d’un gène indépendant et porte une 
coiffe tri-méthylée. Ce snoARN de 140 nt est très conservé de la Drosophile jusqu’à 
l’Homme mais ne présente pas d’homologue chez la levure (Peculis & Steitz, 1994). U8, 
outre les boîtes C et D, possède  une séquence de 15 nt à son extrémité 5’ capable de 
s’hybrider à l’extrémité 5’ mature de l’ARNr 28S (Figure 46A) (Michot et al, 1999; Peculis, 
1997; Peculis & Steitz, 1994). De même que le snoARN U3, le snoARN U8 est  requis pour 
le clivage à différents sites. De plus, il a été démontré que l’interaction du snoARN U8 avec 
l’extrémité 5’ de l’ARNr 28S est cruciale pour la maturation des extrémités matures de 
l’ARNr 5.8S et 28S (Peculis, 1997; Peculis & Steitz, 1994). Cependant, elle n’est pas 
suffisante pour une maturation efficace et précise des extrémités des ARNr 5.8S et 28S. 
Chez la levure, l’interaction entre le snoARN U8 et l’ARNr 28S est remplacé par une 
interaction entre l’extrémité 3’ de l’ARNr 5.8S et l’extrémité 5’ de l’ARNr 25S au sein du 
pré-ARNr, indiquant que l’extrémité 5’ n’est pas libre pour interagir avec un snoARN 
(Figure 46B). Les cis-éléments requis pour le clivage de l’ITS-2 au site C2 sont distribués 
tout le long de la séquence de cet espaceur et comprend aussi l’hélice formé par l’hybridation 
de l’extrémité 3’ de l’ARNr 5.8S et l’extrémité 5’ de l’ARNr 25S, suggérant que au delà des 
séquences, l’organisation conformationnelle de cet espaceur semble jouer un rôle important 
pour la reconnaissance du site de clivage par la machinerie de maturation (Cote et al, 2002; 
Cote & Peculis, 2001; Peculis & Greer, 1998; van Nues et al, 1995). La séquence espaceur de 
l’ITS-2 de vertébrés peut adopter une structure très ressemblante à celle de la structure de 
l’IST-2 de levure(Cote et al, 2002). Il est possible que la liaison du snoARN U8 soit apparue 
chez les Vertébrés pour compenser la perte d’hybridation au sein de l’ITS-2. Ceci semble 
indiquer que, bien que les mécanismes moléculaires utilisés ne soit pas les mêmes pour le 
clivage au sein de l’ITS-2, des structures similaires sont probablement requises chez la levure 
et le Vertébrés. L’extrémité 3’ de l’ARNr 5.8S et l’extrémité 5’ de l’ARNr 25S interagissent 
entre elles au sein des ribosomes matures de levure et de Vertébrés, maintenant ainsi ces deux 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 47 : Structure secondaire proposée du snoARN à boîtes H/ACA snR10. 
Sont indiquées les boîtes conservées H et ACA (encadrées) ainsi que les régions 
complémentaires à l’ARNr 25S (ombragées en gris).  
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ARN ensemble après le retrait de l’ITS-2. Il a été proposé que U8 fonctionne comme une 
chaperonne empêchant une interaction prématurée entre les ARNr 5.8S et 28S. L’interaction 
de l’extrémité 5’ de U8 avec l’extrémité 5’ de l’ARNr 28S empêcherait cette région 
d’interagir avec l’ARNr 5.8S (Peculis, 1997; Tomasevic & Peculis, 2002). 
Enfin, il a été montré que le snoARN U8 interagit avec les protéines LSm (Tomasevic 
& Peculis, 2002). Il semblerait que via son interaction avec U8, les protéines LSm sont 
recrutées au niveau de l’ITS-2 où elles seraient responsables de changements 
conformationnels au sein de la structure d’ARN et faciliteraient les interactions ARN-ARN.  
2) snoARN à boîtes H/ACA impliqués dans la maturation des 
pré-ARNr 
(a) snR10 
Le snoARN snR10 à boîtes H/ACA est retrouvé uniquement chez la levure. C’est un 
ARN de 247 nt de long et issu de l’expression d’un gène indépendant (Wise et al, 1983). De 
façon similaire au snoARN à boîtes C/D U14, snR10 joue un double rôle dans la biogenèse 
des ribosomes. Il est responsable de la formation de la pseudo-uridylation du nt U2919 
présent dans l’ARNr 25S et il est aussi requis pour les étapes de clivages aux sites A0, A1 et 
A2 (Ni et al, 1997; Tollervey, 1987).  
La délétion de snR10 entraîne un retard de maturation du pré-ARNr et une inhibition 
de la conversion de l’U2919 mais n’affecte pas l’accumulation du l’ARNr 18S (Figure 47) 
(King et al, 2003; Tollervey, 1987). Contrairement aux autres snoARN impliqués dans la 
maturation du pré-ARNr, snR10 n’est pas essentiel à la viabilité cellulaire. Sa déplétion 
conduit à l’observation d’un phénotype de sensibilité au froid (Tollervey & Guthrie, 1985). 
La cryosensibilité est indépendante de la fonction de guide de pseudo-uridylation de snR10, 
bien que la délétion de snR10 se traduise par une réduction de 20% de la synthèse protéique. 
Le mécanisme moléculaire à la base de la fonction de snR10 dans la maturation du 
pré-ARNr est peu connu. snR10 ne présente aucune complémentarité de séquence avec le pré-
ARNr, excepté les séquence guidant la modification, et il a été établi que la fonction de snR10 
dans la maturation du pré-ARNr est corrélée à la fonction de deux protéines essentielles, 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 48 : Structure secondaire proposée du snoARN à boîtes H/ACA snR30. 
Les boîtes H et ACA sont encadrées. Les flèches indiquent les régions délétées dans les 
mutant d’ARN R30-d5’ et R30-dIH. La séquence nucléotidique de la boîte H altérée dans le 
mutant R30-H est indiquée. 
(Adaptée d’ Atzorn et al, 2004). 
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Rok1p et Rrp5p (Torchet & Hermann-Le Denmat, 2002; Venema et al, 1997; Venema & 
Tollervey, 1996). 
Rrp5p a été identifié dans un crible synthétique létal avec snR10. Cette protéine 
nucléaire de 193kDa contient deux motifs répétés en tandem : « S1 RNA binding motif » ( 
motif liant l’ARN) et le « tetratricopeptide repeat (TPR) qui joue un role dans les interactions 
protéines protéines (Torchet & Hermann-Le Denmat, 2002). La déplétion de cette protéine 
inhibe les clivages au sites A0, A1, A2 et A3, affectant ainsi la maturation des ARNr 18S, 
5.8S et 25S (Venema & Tollervey, 1996). Le domaine N-terminal du « S1 RNA binding 
motif » de Rrp5 est impliqué dans la formation de l’ARNr 5.8S tandis que le domaine C-
terminal de TRP est requis pour la production de l’ARNr 18S (Eppens et al, 1999). Les 
défauts de maturation observés dans le cas d’une déplétion de Rrp5 rappellent ceux observés 
lors d’une déplétion de snR10. Un mutant thermosensible de Rrp5 inhibe la maturation de 
l’ARN 18S et provoque un défaut d’assemblage des ribosomes. La thermo-sensibilité peut 
être supprimée grâce à la surexpression de snR10 dans ces souches, qui augmente le niveau de 
polysomes mais ne restaure pas une maturation correcte (Torchet & Hermann-Le Denmat, 
2002).  
Enfin, l’hélicase Rok1p est impliquée dans les clivages aux sites A0, A1 et A2 mais 
pas A3 (Venema et al, 1997). La combinaison d’un mutant conditionnel de snR10 et Rok1p 
entraîne la létalité. Collectivement, ces travaux suggèrent que snR10 pourrait être requis pour 
l’assemblage des ribosomes et que le retard observé dans la maturation du pré-ARNr semble 
être une conséquence d’un défaut d’assemblage.  
(b) snR30/U17 
SnR30 est le snoARN à boîtes H/ACA le plus abondant et le plus long (608 nt) chez S. 
cerevisiae (Figure 48). Il est synthétisé par la polymérase II à partir d’un gène indépendant 
présent sur le chromosome XII et porte une coiffe triméthylguanosine à son extrémité 5’ 
(Arsham & Neufeld, 2006; Balakin et al, 1996). 
Contrairement au snoARN snR10, la fonction de snR30 dans la maturation du pré-
ARNr est essentielle à la survie de la cellule (Bally et al, 1988; Morrissey & Tollervey, 1993). 
Il a été démontré que snR30 est requis pour la synthèse de l’ARNr 18S. La déplétion de 
snR30 conduit à une inhibition des clivages A0, A1, et A2. Dans ce cas, le pré-ARNr 35S est 
directement clivé au site A3. Tandis que la maturation du pré-ARNr 27SA3 se poursuit 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 49 : Conservation phylogénétique de la tige-boucle à l’extrémité  3’ 
(tige-boucle 3’) de snR30. 
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normalement et conduit à la libération des ARNr matures 5.8S et 25S, le pré-ARNr 23S issu 
du clivage au site A3 et contenant la séquence de l’ARNr 18S est dégradé (Morrissey & 
Tollervey, 1993).  
Atzorn et ses collègues ont démontré aussi que le snR30 est un snoARN conservé au 
cours de l’évolution qui est présent chez tous les Vertébrés, les plantes Medicago truncatula, 
la levure à fission S. pombe et le protozoaire T. thermophila (Figure 49) (Atzorn et al, 2004). 
U17 est l’homologue humain de snR30 (Atzorn et al, 2004). Les auteurs ont identifié deux 
motifs conservés présents dans la tige-boucle 3’ de snR30 (Figure 48). Ces motifs sont 
essentiels à la viabilité cellulaire et l’accumulation de l’ARNr 18S (Figure 50) (Atzorn et al, 
2004).  
De plus, de même que les snoARN U3 et U14, snR30 est capable d’être lié de façon 
covalente au pré-ARNr en présence de psoralène et suite à une irradiation au UV, indiquant 
que snR30 pourrait interagir avec le pré-ARNr par appariements de bases via les motifs m1 et 
m2 de snR30 (Morrissey & Tollervey, 1993).  
Enfin, le snoARN snR30 s’associe aux protéines cœur des snoARN à boîtes H/ACA 
(Gar1p, Nop10p, Nhp2p et Cbf5p). En complément, une purification de la snoRNP snR30 a 
permis d’établir que trois protéines additionnelles correspondant éventuellement à des 
protéines spécifiques de la snoRNP snR30 interagissent avec snR30 (Lubben et al, 1995). 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 50 : L’altération des motifs m1 et m2 de snR30 inhibe la production de 
l’ARNr 18S. 
Analyse par Northern-blot des intermédiaires de maturation de l’ARNr 18S, 20S et 23S, ainsi 
des ARNr matures 18S et 25S. Les ARN totaux sont isolés à partir de cellules de S. cerevisiae 
contenant les constructions R30 (contenant la séquence sauvage de snR30), FL45/SNR 
(contenant un vecteur vide), R30m1 (contenant une séquence snR30 mutée au niveau du motif 
m1), R30m2 (contenant une séquence snR30 mutée au niveau du motif m2) et U17pombe 
(contenant la séquence du snoARN U17 de S. pombe) cultivées en présence de glucose 
pendant 0, 6, 12, 18, 24 et 36h. Les ARN sont séparés sur gel d’agarose-formaldéhyde et 
transférés sur membrane de nylon. Ces membranes sont enfin hybridées avec des amorces 
radioactives complémentaires de l’ARN 18S (b), 25S (c) ou de l’ITS1 (a). 
(Adaptée d’Atzorn et al, 2004). 
 
 
 
 
 
71 
 
OBJECTIFS 
La famille des ARN à boîtes H/ACA est l’une des familles d’ARN non-codant 
comptant le plus grand nombre de membres. Elle est aussi l’une des plus anciennes comme 
l’illustre sa présence à la fois chez les Eucaryotes et les Archées. La majeure partie des ARN 
à boîtes H/ACA participe à la conversion des uridines des ARNr et des snARN en pseudo-
uridines. Les snoARN et les scaARN à boîtes H/ACA fonctionnent tels des guides qui 
sélectionnent par hybridation les uridines à pseudo-uridyler. Deux courtes séquences antisens 
localisées dans la partie distale de la poche de pseudo-uridylation s’hybrident de façon 
transitoire aux séquences flanquant l’uridine cible. L’uridine non-hybridée, localisée 14 nt en 
amont de la boîte H ou ACA, est alors pseudo-uridylée par la pseudo-uridine synthase 
Cbf5/dyskérine.  Durant les dix dernières années, de nombreux ARN à boîtes H/ACA ne 
présentant aucune complémentarité aux ARNr et snARN ont été identifiés et nommés « les 
ARN orphelins » (Gu et al, 2005; Huttenhofer et al, 2002; Huttenhofer et al, 2001; Li et al, 
2005; Schattner et al, 2006; Vitali et al, 2003). Pour nombre d’entre eux, la fonction reste 
encore inconnue. Ils pourraient éventuellement guider la pseudo-uridylation d’ARN cibles 
encore non identifiés ou être impliqués dans d’autres processus cellulaires. En accord avec 
cette dernière hypothèse, la famille des ARN à boîtes H/ACA représente la classe d’ARN 
non-codants la plus diversifiée. Des ARN à boîtes H/ACA sont déjà connus comme 
fonctionnant dans l’élongation des télomères, c’est le cas de l’ARN de la télomérase (Collins 
& Mitchell, 2002), ou dans la maturation du pré-ARNr, comme observé pour l’ARN snR30, 
qui est requis pour le synthèse de l’ARNr 18S (Bally et al, 1988; Morrissey & Tollervey, 
1993). Il semblerait que les ARN impliqués dans la maturation du pré-ARNr tels que U8 chez 
les Vertébrés, U3 ou U14 fonctionnent comme des chaperons facilitant le repliement du pré-
ARNr nécessaire aux étapes de clivage et à l’assemblage des protéines ribosomiques. En 
revanche, aucune activité endo ou exonucléolytique propre à ces snoARN n’a été démontrée 
et ils requièrent l’intervention de co-facteurs afin de fonctionner dans les étapes de maturation 
du pré-ARNr. D’autre part, la grande majorité des données, dont nous disposons de nos jours 
sur le rôle des snoARN dans la maturation du pré-ARNr, provient des études menées sur les 
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snoARN C/D.  Le mode d’action des ARN à boîtes H/ACA tel que l’ARN ubiquitaire 
U17/snR30 est encore obscur. 
Afin d’élucider les mécanismes moléculaires des ARN orphelins à boîtes H/ACA et 
des ARN à boîtes H/ACA impliqués dans la maturation des ARNr, nous avons débuté la 
caractérisation fonctionnelle de snR30 chez S. cerevisiae. De précédents travaux avaient 
permis l’identification de deux courts motifs conservés dans la tige boucle à l’extrémité 3’-
terminale de snR30, appelés les motifs m1 et m2, essentiels à l’accumulation de l’ARN 18S et 
à la viabilité cellulaire (Atzorn et al, 2004). Dans un premier temps, ces travaux ont conduit à 
la recherche de séquences dans le pré-ARNr capable d’interagir avec les motifs m1 et m2 de 
snR30. Pour cela, nous avons mis au point une expérience de pontage aux UV in vivo de 
l’ARN snR30 au pré-ARNr afin de réduire la région de recherche. Par la suite, nous avons 
procédé à l’analyse de cette région par bioinformatique qui nous a permis d’identifier deux 
séquences, interagissant avec les motifs conservés m1 et m2,  distantes l’une de l’autre mais 
capables d’être rapprochées par le repliement du pré-ARNr. Dans un deuxième temps, 
l’utilisation d’une batterie de mutants et de la génétique de la levure nous a permis de réaliser 
une analyse complète des régions essentielles, en sus des motifs m1 et m2, à la maturation de 
l’ARN 18S dans la tige boucle à l’extrémité 3’-terminale de snR30. Enfin, dans le but  
d’isoler des protéines spécifiques à la  ribonucléoparticule de snR30 pouvant jouer un rôle 
dans les étapes de clivages nucléolytiques du pre-ARNr, nous avons développé une nouvelle 
technique de purification par affinité qui pourrait s’avérer très utile pour l’identification de 
partenaires protéiques au sein des RNP. 
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RESULTATS 
IV. Identification des motifs rm1 et rm2 dans l’ARNr 18S 
s’hybridant à l’ARN H/ACA snR30 et requis pour 
l’accumulation de l’ARNr 18S 
1) Introduction 
Tandis que les snoARN à boîtes C/D impliqués dans la biogenèse des ribosomes ont 
fait l’objet de nombreuses recherches, nos connaissances concernant le mode d’action des 
snoARN à boîtes H/ACA dans la maturation des ARNr sont encore limitées. Des études 
récentes dans l’équipe ont permis de démontrer que snR30 est un snoARN H/ACA conservé 
au cours de l’évolution et retrouvé chez les Vertébrés, la levure à fission S. pombe et un 
protozoaire cilié T. thermophila. De même que les snoARN à boîtes C/D, U3 et U14, snR30 
est donc un snoARN ubiquitaire présent chez la plupart des Eucaryotes (Atzorn et al, 2004). 
snR30 adopte la structure secondaire consensus des snoARN à boîtes 
H/ACA, « hairpin-hinge-hairpin-tail », avec une tige boucle interne supplémentaire en amont 
de la tige boucle à l’extrémité 3’ terminale de l’ARN. Ce travail a aussi permis d’établir que 
les éléments fonctionnellement importants pour la viabilité cellulaire sont localisés dans la 
tige boucle à l’extrémité 3’ terminale.  La tige-boucle 3’ terminale de U17/snR30 contient 
deux courtes séquences conservées appelées m1 (AUAUUCCUA) et m2 (AAACCAU) qui 
occupent invariablement la partie proximale (partie basse) de la boucle interne 7 nucléotides 
en amont de la boîte ACA de l’ARN. L’altération des motifs m1 et m2 a montré qu’ils sont 
tous deux essentiels à la survie de la cellule et à la production de l’ARNr mature 18S (Atzorn 
et al, 2004). 
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De quelle façon fonctionnent les séquences m1 et m2 dans la maturation de l’ARNr 
18S ? Etant donné que de nombreux snoARN à boîtes H/ACA sont connus comme 
intervenant dans la pseudo-uridylation d’ARN et le fort degré de conservation des séquences 
m1 et m2 au cours de l’évolution, il est probable que les motifs m1 et m2 soient des éléments 
de reconnaissance de séquences antisens présentes dans un ARN à pseudo-uridyler. Mais les 
ARNr de levure ou de l’Homme ne possèdent pas de séquences flanquant un site de pseudo-
uridylation capable de former une interaction ARN cible-snoARN avec le snoARN 
U17/snR30. D’autre part, le positionnement des boîtes m1 et m2 dans la partie proximale de 
la poche 3’ conforte le fait qu’il soit peu probable que m1 et m2 fonctionnent dans la pseudo-
uridylation des ARNr, même s’il est impossible d’exclure totalement la possibilité que 
U17/snR30 participe à la pseudo-uridylation d’un ARN encore inconnu et essentiel à la 
maturation du pré-ARNr. Ainsi il est possible d’envisager que U17/snR30 présente un mode 
d’action similaire à celui des snoARN à boîtes C/D tels que U3, U14 et U8. Dans ce cas, il 
s’associerait au pré-ARNr afin de faciliter le repliement correct de ce dernier et/ou d’apporter 
des co-facteurs essentiels à la maturation de l’ARNr 18S. 
En faveur de cette hypothèse, des expériences de pontage au psoralène ont déjà mis en 
évidence que snR30 est capable de s’associer au pré-ARNr (Morrissey & Tollervey, 1993). 
Sur la base de ces précédentes observations, nous avons entrepris de localiser les séquences 
dans le pré-ARNr de S. cerevisiae capable de s’hybrider à snR30. 
2) Démarche expérimentale  
Pour cela, nous avons développé une approche de pontage in vivo au psoralène et de 
cartographie par la technique de Southern afin de déterminer la région du pré-ARNr 35S 
interagissant avec snR30 (Figure 2A de l’article (Fayet-Lebaron et al, 2009)). Par la suite, une 
analyse détaillée de la région identifiée par l’approche précédente nous a permis de mettre en 
évidence deux courtes séquences conservées, capables de s’associer avec snR30 et appelées 
rm1 et rm2. Grâce à la mutation des motifs rm1 et rm2 et l’insertion de mutations 
compensatoires, nous avons pu examiner si les séquences rm1 et rm2 sont essentielles à la 
viabilité cellulaire et à la synthèse de l’ARNr 18S mature (Figure 4A du papier).  
D’autre part, les séquences m1 et m2 des snoARN snR30/U17 de tous les Vertébrés, 
Levures et Protozoaires sont invariablement situées 7 nt en amont de la boîte ACA. Chez les 
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snoARN à boîtes H/ACA guidant la pseudo-uridylation, 14 à15 nt séparent l’uridine cible de 
la boîte H ou ACA octroyant ainsi à la protéine Cbf5/dyskérine une information positionnelle 
essentielle pour la réaction de pseudo-uridylation (Lafontaine et al, 1998a; Zebarjadian et al, 
1999).  Nous avons testé l’importance fonctionnelle d’une telle conservation structurelle chez 
snR30/U17 en utilisant des mutants de snR30 diminuant ou augmentant la distance entre les 
motifs m1/m2 et ACA (Figure 5). 
Ces expériences et les résultats qu’elles ont généré sont développés dans l’article 
intitulé « 18S rRNA processing requires base pairings of snR30 H/ACA snoRNA to 
eukaryote-specific 18S sequences » (Fayet-Lebaron et al, 2009). 
3) Résultats et conclusion 
Il est avéré depuis longtemps que le snoARN à boîtes H/ACA snR30 joue un rôle 
essentiel dans les étapes de maturation du pré-ARNr conduisant à la production de l’ARN 18S 
mais le mécanisme moléculaire responsable de cette fonction restait encore inconnu (Atzorn 
et al, 2004; Bally et al, 1988; Morrissey & Tollervey, 1993). 
Les expériences de pontage in vivo, ont montré que chez S. cerevisiae, snR30 interagit 
avec les séquences du pré-ARNr 35S localisées entre les résidus C646 et A1246 de l’ARNr 
18S (Figure 2D). La recherche par bioinformatique de séquences capables de s’associer aux 
motifs m1 et m2 a permis l’identification des motifs rm1 (G802-A806) et rm2 (U836-U841) 
qui peuvent former des hélices parfaites de 6 paires de bases avec chacun des motifs m1 et m2 
de snR30 (Figure 3B). Les motifs m1 et m2 des snoARN snR30/U17 et les séquences 
complémentaires rm1 et rm2 de l’ARNr 18S/17S sont conservés chez tous les Vertébrés, S. 
cerevisiae et S.pombe et chez le protozaire T. thermophila. D’autre part, l’altération des boîtes 
rm1 et rm2 indique qu’elles sont toutes deux nécessaires à la survie cellulaire et à la 
maturation de l’ARNr 18S (Figure 4C et 4E). De plus, la maturation de l’ARNr 18S peut être 
restaurée par l’insertion de mutations compensatoires au niveau des motifs m1 et m2 (Figure 
4C et 4E). En outre, nous avons pu observer que la distance entre la boîte ACA et m1/m2 est 
importante pour une maturation efficace du pré-ARNr 35S (Figure 5B). 
Pour conclure, ces travaux démontrent, qu’au cours de la maturation du pré-ARNr, 
deux courtes séquences de l’ARNr 18S, appelés rm1 et rm2, s’apparient transitoirement aux 
motifs m1 et m2 de snR30 préalablement identifiés. Nous avons montré que la formation de 
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cette nouvelle interaction entre m1 et rm1 et m2 et rm2 par appariement de bases entre snR30 
et l’ARNr 18S est indispensable à la viabilité cellulaire et à la production de l’ARNr 18S. Les 
séquences rm1 et rm2 sont situées dans une région interne de l’ARN 18S au niveau d’un 
domaine spécifique aux Eucaryotes (le fragment d’expansion 6) et malgré le fait qu’elles 
soient éloignées l’une de l’autre dans la structure primaire, elles sont rapprochées par la 
formation d’une structure en épingle à cheveux mettant en jeu les nucléotides qui les séparent. 
De même que les éléments antisens des snoARN guides de pseudo-uridylation, les motifs de 
reconnaissance de l’ARNr 18S m1 et m2 sont positionnés sur les brins opposés de la boucle 
interne de l’épingle à cheveux 3’ terminale. En revanche, contrairement aux snoARN guides 
de pseudo-uridylation, les motifs m1 et m2 du snoARN snR30/U17 occupent la partie 
proximale de la poche résultant dans la formation d’un complexe snoARN/ARN cible 
totalement nouveau pour les ARN à boîtes H/ACA. 
V. Recherche de motifs supplémentaires dans la tige-boucle 
à l’extrémité 3’ terminale de l’ARN snR30 essentiels à la 
maturation de l’ARNr 18S  
1) Introduction 
Il semble que les motifs m1 et m2 de snR30 puissent fonctionner de deux manières 
différentes : (1) en interagissant avec le pré-ARNr, ils agiraient comme des chaperons 
empêchant l’apparition d’une structure délétère pour la maturation du pré-ARNr ou en 
facilitant la formation de structures compétentes pour les étapes de maturation, et (2) en 
s’hybridant au pré-ARNr, ils pourraient délivrer des facteurs essentiels à la maturation du pré-
ARNr. Précédemment, une purification biochimique de la snoRNP, contenant snR30 et 
réalisée chez S. cerevisiae, a conduit à la détection de 7 protéines (Lubben et al, 1995). 
L’observation rétrospective de cette expérience a permis de déduire que quatre d’entre elles 
semblent correspondre aux protéines cœur des snoARN à boîtes H/ACA (Cbf5p, Nop10p, 
Gar1p et Nhp2p), les trois restantes pouvant être des protéines spécifiques de la snoRNP 
snR30. De plus, Atzorn et ses collègues ont démontré que tous les éléments essentiels pour la 
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maturation de l’ARNr 18S sont renfermés dans la tige-boucle à l’extrémité 3’ terminale de 
snR30 (Atzorn et al, 2004). L’introduction de mutations compensatoires dans les motifs m1 et 
m2 de snR30 restaurant l’accumulation de l’ARNr 18S indique que les motifs m1 et m2 sont 
uniquement requis pour l’interaction avec le pré-ARNr et ne cumulent par d’autres fonctions 
au sein de la snoRNP snR30. Nous avons donc émis l’hypothèse, qu’en complément des 
boîtes H et ACA, snR30 possède des éléments supplémentaires et nécessaires à la maturation 
de l’ARNr 18S, qui pourraient se comporter comme des sites de liaison responsables du 
recrutement de protéines spécifiques de la snoRNP snR30. 
2) Résultats 
A l’aide de divers mutants de snR30 (pR30-R5, pR30st1, pR30st2, pR30-R5d, pR30-
R5p, pR30lm and pR30hp), nous avons donc examiné  si outre les motifs m1 et m2, la tige-
boucle à l’extrémité 3’ terminale de snR30 contient des éléments supplémentaires importants 
pour l’accumulation de l’ARNr 18S (Figure 6A, 6B, 6C et 6D).  Nous avons tout d’abord 
testé l’importance fonctionnelle de la région basale de la tige-boucle à l’extrémité 3’ terminale 
de snR30 par l’introduction de mutations (pR30st1, pR30st2), puis celle de la région distale 
(pR30-R5) en le remplaçant par la région équivalente de l’ARN snR5 qui est un snoARN 
guidant la pseudo-uridylation de deux nucléotides de l’ARNr 25S chez la levure. 
L’expression de l’ARN chimère snR30-snR5 entraîne une inhibition de la synthèse du pré-
ARNr 20S et de l’ARNr 18S indiquant que la partie supérieure de la tige-boucle abrite des 
séquences additionnelles nécessaires à la production de l’ARNr 18S (Figure 6B). L’utilisation 
de divers mutants (pR30-R5d, pR30-R5p, pR30lm and pR30hp) nous a permis de réduire la 
région essentielle à la maturation de l’ARNr 18S (Figure 6C et 6D). Celle-ci est située dans la 
région distale de la tige-boucle 3’ et comprend les nucléotides C561-G566/C572-A577. 
Mais, serait-il possible que l’introduction d’une mutation dans la partie supérieure de 
la tige-boucle 3’ entraîne une modification de la structure générale de la tige-boucle 3’ 
empêchant ainsi les motifs m1 et m2 d’interagir avec le pré-ARNr? Dans ce cas, l’inhibition 
de l’accumulation de l’ARNr 18S ne serait pas due à l’altération des motifs additionnels 
présent dans la tige-boucle mais à la rupture de l’association de snR30 au pré-ARNr via les 
motifs m1 et m2. Afin d’éclaircir cette question, nous avons entrepris de tester si l’ARN 
chimère snR30-snR5 (R30-R5d, Figure 6C) est toujours capable de s’associer avec les 
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particules pré-ribosomiques contenant le pré-ARNr 35S. Pour cela, nous avons réalisé des 
expériences de gradient de sucrose et extrait les ARN de chaque fraction afin de déterminer si 
l’ARN snR30-snR5 sédimente dans les mêmes fractions que le pré-ARNr 35S. Comme nous 
pouvons le voir dans la figure 6E, une fraction du mutant R30-R5d est retrouvée dans les 
mêmes fractions que le pré-ARNr 35S indiquant que R30-R5d n’a pas perdu sa capacité à 
interagir avec le pré-ARN 35S. D’autre part, le profil de migration des particules contenant le 
pré-ARNr 35S, semble indiquer qu’en l’absence des motifs additionnels essentiels de la tige-
boucle 3’, les particules 90S ne sont pas assemblées correctement et le R30-R5d s’associe à 
des particules 90S aberrantes. Ces résultats révèlent aussi que les séquences de snR30 
essentielles et nouvellement identifiées ne sont pas nécessaires pour l’association de snR30 au 
pré-ARNr 35S. Enfin, les particules libres de la snoRNP R30-R5d migrent plus rapidement 
dans le gradient en comparaison avec la snoRNP snR30 sauvage, suggérant que la snoRNP 
R30-R5d n’est pas assemblée avec la totalité des protéines de la snoRNP sauvage et soutenant 
ainsi la possibilité que la région distale de la tige-boucle 3’ contienne des motifs de liaison 
pour des protéines. 
3) Conclusion     
 Ces résultats ont démontré, qu’en complément des motifs de reconnaissance de 
l’ARNr 18S, snR30 contient des séquences essentielles dans  la région distale de la tige 
boucle 3’ (C561-G566/C572-A577), qui, au lieu d’interagir avec le pré-ARNr 35S, pourraient 
servir de site de fixation à des protéines spécifiques de la snoRNP snR30 jouant un rôle 
essentiel à l’assemblage des particules 90S ou aux étapes de clivages du pré-ARNr. 
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Introduction
Eukaryotic cells contain hundreds of small non-coding reg-
ulatory RNAs (ncRNAs), which in the form of ribonucleopro-
teins (RNPs) function in all aspects of gene expression,
including regulation of transcription initiation and elonga-
tion, post-transcriptional modification and nucleolytic pro-
cessing of primary RNA transcripts, controlling of mRNA
translation, and stability and maintenance of genome integ-
rity (Mattick and Makunin, 2005; Hannon et al, 2006).
The H/ACA RNAs represent one of the largest and most
ancient families of ncRNAs that are present in eukaryotes and
archaea (Kiss, 2002; Meier, 2005; Terns and Terns, 2006). All
H/ACA RNAs are associated with four evolutionarily con-
served RNP proteins, Gar1, Nop10, Nhp2/L7ae and Cbf5p/
dyskerin (Reichow et al, 2007). Eukaryotic H/ACA RNAs
usually fold into two hairpin structures that are connected
and followed by short single-stranded hinge and tail
sequences (Balakin et al, 1996; Ganot et al, 1997b)
(Figure 1A). The hinge region encompasses the conserved
H box (ANANNA, where N stands for any base) and the tail
contains the ACA box located three nucleotides upstream of
the 30 end. The H/ACA RNPs accumulate either in the
nucleolus (small nucleolar RNPs, snoRNPs) or in the nucleo-
plasmic Cajal bodies (small Cajal body-specific RNPs,
scaRNPs) where they function mainly in pseudouridylation
of rRNAs or spliceosomal snRNAs, respectively (Ni et al,
1997; Ganot et al, 1997a; Darzacq et al, 2002; Ja´dy et al,
2003). The H/ACA snoRNAs and scaRNAs function as guide
RNAs that select target uridines for pseudouridylation
(Figure 1A). Two short antisense elements located in the
upper (distal) part of the pseudouridylation loop (also
known as pseudouridylation pocket) in the 50 and/or 30-
hairpin transiently base-pair with sequences flanking the
target uridine (Ganot et al, 1997a; Ni et al, 1997). The
selected uridine remains unpaired and it is located about
14 nt upstream from the H or ACA box of the guide RNA,
providing the essential structural information for the asso-
ciated Cbf5p/dyskerin pseudouridine synthase (Koonin,
1996; Lafontaine et al, 1998; Zebarjadian et al, 1999).
Although most H/ACA RNAs function in RNA pseudour-
idylation, the H/ACA RNAs represent a functionally diverse
family of ncRNAs. During the past years, many H/ACA RNAs
lacking recognizable complementarity to rRNA and snRNA
pseudouridylation sites have been identified (Hu¨ttenhofer
et al, 2001; Vitali et al, 2003; Kiss et al, 2004; Gu et al,
2005; Li et al, 2005; Schattner et al, 2006). The function of
these ‘orphan’ H/ACA RNAs remains elusive. They might
direct pseudouridylation of unknown substrate RNAs or more
probably, they function in pseudouridylation guide-indepen-
dent manner. Supporting the latter idea, two ‘orphan’ H/ACA
RNAs, the vertebrate telomerase scaRNA and the yeast snR30
snoRNA function in telomeric DNA synthesis and pre-rRNA
processing (Collins and Mitchell, 2002; Meier, 2005; Terns
and Terns, 2006; Matera et al, 2007).
In the nucleoli of yeast cells, the 18S, 5.8S and 25S rRNAs
are post-transcriptionally processed by an ordered series of
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endo- and exonucleolytic cleavages from the RNA polymer-
ase (Pol) I-synthesized 35S pre-rRNA that contains long
external (50ETS and 30ETS) and internal (ITS1 and ITS2)-
transcribed spacers (Fatica and Tollervey, 2002; Boisvert et al,
2007) (Figure 1B). The yeast snR30 H/ACA snoRNA has an
essential function in 18S rRNA processing (Bally et al, 1988;
Morrissey and Tollervey, 1993). Depletion of snR30 abolishes
18S accumulation by inhibiting cleavages of the 35S pre-
rRNA at the A0, A1 and A2 processing sites. In the absence of
snR30, the 35S pre-rRNA is cleaved at the A3 site to produce
23S and 27SA3 pre-rRNAs. Although the 27SA3 pre-RNA is
further processed to 5.8S and 25S rRNAs, the aberrant 23S
RNA is degraded. The molecular mechanism underlying the
function of snR30 in 18S rRNA processing remained fully
unknown.
To get further insights into the potential molecular roles of
‘orphan’ H/ACA RNAs, we have recently embarked on the
functional characterization of yeast snR30 (Atzorn et al,
2004). We demonstrated that snR30 is an evolutionarily
conserved snoRNA and its 30-terminal hairpin contains two
conserved sequence motifs, termed m1 and m2, that are
indispensable for 18S production and cell viability. In this
study, we provide biochemical and genetic evidence demon-
strating that the m1 and m2 sequences of snR30 function as
pre-rRNA recognition elements which base-pair with two
short internal 18S rRNA sequences during pre-rRNA proces-
sing. We also demonstrate that the 30-hairpin of snR30
contains a putative snoRNP protein-binding site that, simi-
larly to the m1 and m2 18S recognition elements, is essential
for 18S rRNA processing. We propose that snR30 functions as
a guide RNA that targets essential processing factor(s) to the
maturing pre-rRNA.
Results
In vivo crosslinking of yeast snR30 to 18S rRNA
sequences
An early study showed that yeast snR30 can be crosslinked in
vivo to 35S pre-rRNA, suggesting that snR30 functions in 18S
processing through forming direct interaction(s) with pre-
rRNA sequences (Morrissey and Tollervey, 1993). To define
the region(s) of yeast 35S pre-rRNA that interact with snR30,
we performed in vivo psoralen crosslinking and mapping
experiments as outlined in Figure 2A. A synthetic DNA
encoding three copies of a binding motif for bacteriophage
MS2 coat protein was fused to the 50 end of the coding region
of yeast snR30 gene. The tagged MS2-R30 gene was placed
under the control of the SNR5 constitutive promoter and
transformed into the GALHsnR30 yeast strain in which the
authentic SNR30 promoter had been replaced by the induci-
ble GAL10 promoter (Atzorn et al, 2004). When the trans-
formed cells were grown on glucose-containing medium,
only the plasmid-derived MS2-R30 RNA accumulated, as
the galactose-dependent GAL10 promoter remained inactive
(Figure 2B, lane 2). The MS2-R30 RNA supported cell growth
on glucose, indicating that the 50-terminal MS2-binding mo-
tifs did not interfere with snR30 function (Figure 2B).
From cells expressing MS2-R30, spheroplasts were pre-
pared, incubated with AMT psoralen and irradiated with
long-wave UV light. Psoralen intercalates into RNA helical
regions and on photoactivation, forms covalent crosslinks
between pyrimidines (predominantly uridines) on opposite
strands (Cimino et al, 1985). From the psoralen-treated and
UV-irradiated cells, total RNA was extracted and the MS2-R30
RNA, together with crosslinked pre-rRNAs, was affinity-se-
lected with a recombinant MS2 coat protein that had been
fused to maltose-binding protein and immobilized on amy-
lose resin (Zhou et al, 2002). The selected MS2-R30 and the
co-selected pre-RNA were partially fragmented by gentle
hydrolysis, annealed with internally 32P-labelled antisense
snR30 RNA and used as a probe for Southern blot analysis of
restriction-digested yeast rDNA. The hybridizing restriction
fragments detected by autoradiography represented pre-rRNA
sequences crosslinked to MS2-R30.
When a Southern membrane carrying three restriction
fragments that covered the entire yeast rDNA was probed
with crosslinked and affinity-selected MS2-R30 RNA, only
one hybridizing fragment was detected (Figure 2C). The
highlighted DNA fragment represented the 35S pre-rRNA
from the 50-terminal region of 18S until the beginning of
25S rRNA. Importantly, a control MS2-R30 RNA selected from
psoralen-treated, but not UV-irradiated cells, failed to hybri-
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Figure 1 Structure and function of H/ACA pseudouridylation guide
RNAs and processing of pre-rRNA in S. cerevisiae. (A) Selection of
rRNA and snRNA pseudouridylation sites by box H/ACA RNAs.
Schematic structure of eukaryotic H/ACA pseudouridylation guide
RNAs and the consensus sequences of boxes H and ACA are shown.
N stands for any nucleotide and C indicates target uridines selected
for pseudouridylation. (B) Major pre-rRNA processing pathways in
the presence and absence of snR30. The 18S, 5.8S and 25S rRNAs
are synthesized within the 35S pre-rRNA that carries external
(50ETS and 30ETS) and internal (ITS1 and ITS2)-transcribed spacers.
Arrows (A0, A1, A2, A3, B2 and D) indicate nucleolytic-processing
sites. Cleavages at the A0, A1 and A2 sites leading to mature 18S
rRNA depend on snR30.
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dize to yeast rDNA. To locate the crosslink(s) more precisely,
the 50 portion of yeast pre-rDNA spanning the 50ETS, 18S,
ITS1, 5.8S and ITS2 regions was subcloned, fragmented by
multiple restriction digestions and analysed by Southern
blot hybridization with crosslinked and affinity-selected
MS2-R30 RNA (Figure 2D). In this assay, the shortest
efficiently hybridizing restriction fragment was a 600 bp
ApaI–SacI fragment that corresponded to the C646–A1246
internal region of 18S rRNA (lane 5). As this ApaI–SacI
fragment of the 18S rDNA was included into all hybridizing
restriction fragments (lanes 1–4 and 6), we concluded
that in living yeast cells, snR30 interacts with pre-rRNA
sequences located between the C646 and A1246 residues of
18S rRNA.
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containing (GAL) medium. Expression of MS2-R30 and endogenous snR30 was verified by northern blot analysis. Lane M, molecular size
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pY18S is shown. The boxed restriction sites derived from the pBluescript cloning vector. DNA fragments obtained by restriction digestion of
pY18S were separated on a 1% agarose gel, stained with ethidium bromide, transferred onto a nylon membrane and probed with crosslinked
and affinity-selected MS2-R30. The hybridizing restriction fragments are indicated under the map.
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Potential base-pairing interactions of snR30
and 18S rRNA
We have previously demonstrated that the 30-hairpin of snR30
contains two evolutionarily conserved sequence motifs, m1
and m2, that are essential for 18S production (Atzorn et al,
2004). A consensus secondary structure accommodating the
30-hairpins of all known snR30 (U17) snoRNAs is shown in
Figure 3A. The unpaired m1 and m2 sequences are located on
the opposite strands of an internal loop that is highly remi-
niscent of the pseudouridylation loop of H/ACA modification
guide RNAs. Therefore, we hypothesized that similarly to the
antisense elements of pseudouridylation guide RNAs, the m1
and m2 sequences of snR30 function as pre-rRNA-docking
sites which base-pair with ribosomal target sequences located
between the C646 and A1246 residues of 18S rRNA.
Sequence examination of this region of yeast 18S rRNA
identified two short motifs, called rm1 (G802–A806) and rm2
(U836–U841) that are able to form six base pair perfect
helices with the m1 and m2 motifs of snR30, respectively
(Figure 3B). The rm1 and rm2 motifs are located in the
eukaryote-specific expansion segment ES6 of 18S rRNA.
The rm1 and rm2 sequences are conserved in human
(U861–A868 and U897–U902), S. pombe (G814–A819 and
U849–U854) and Tetrahymena thermophila (G783–A788
and U815–U819) 18S rRNAs and are able to base-pair with
the invariant m1 and m2 elements of cognate snR30/U17
snoRNAs (Figure 3B). The recently reported Trypanosoma
brucei snR30 RNA (Barth et al, 2005), although has an
invariant m2 motif that can interact with the conserved rm2
motif of T. brucei 18S rRNA (U974–U979), carries an altered
m1 element (m1*). However, the base-pairing capacity of the
mutant m1* motif of T. brucei snR30 with 18S rRNA is
maintained by compensatory base changes in the rm1*
motif of 18S rRNA. Moreover, the m1* and rm1* regions of
T. brucei snR30 and 18S RNAs can form an extended inter-
action (10 bp) compared with the canonical m1 and rm1
elements in the other species (6–8 bp). A schematic structure
of the proposed, evolutionarily conserved interaction of
snR30 and 18S rRNA is shown in Figure 3C. Recent structural
analyses of the ES6 elements of yeast, wheat and mouse 18S
rRNAs showed that the conserved rm1 and rm2 sequences
are located in a stem-loop structure (Alkemar and Nygard,
2006). Therefore, base pairing of the m1 and m2 sequences in
the proximal part of the internal loop of the 30-hairpin of
snR30/U17 with the distantly located rm1 and rm2 sequences
that are folded together with a stem loop of 18S/17S rRNAs
results in a complex snoRNA target rRNA structure that is
novel to box H/ACA RNAs.
The rm1 and rm2 sequences are required for yeast 18S
rRNA processing
The rm1 and rm2 motifs are located within an internal
domain of 18S rRNA that is specific for eukaryotic 18S
rRNAs and that, at least on the primary sequence, is far
from pre-rRNA-processing sites (Figure 3D). Therefore, we
first investigated whether the rm1 and rm2 sequences are
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Figure 3 A proposed interaction of snR30/U17 with 18S rRNA. (A) A consensus structure for the 30-terminal hairpins of snR30/U17 snoRNAs.
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essential for pre-rRNA processing and 18S rRNA accumula-
tion. We utilized the pTH25 rRNA expression construct that
carries the yeast Saccharomyces cerevisiae 35S pre-rRNA gene
under the control of the galactose-inducible GAL7 promoter
(Beltrame and Tollervey, 1992; Henry et al, 1994) (Figure 4A).
To facilitate monitoring of 18S and 25S expression from the
plasmid-borne rDNA allele, neutral sequence tags had been
inserted into the 50-terminal regions of the 18S and 25S rRNA
genes. Moreover, we introduced nucleotide changes into the
rm1 and rm2 motifs of the 18S rRNA gene that reduced the
potential of the resulting 18Srm1 (pTH25rm1) and 18Srm2
(pTH25rm2) rRNAs for base pairing with the m1 and m2
motifs of snR30, respectively.
The mutant pTH25rm1 and pTH25rm2 expression con-
structs, as well as the pTH25 ‘wild-type’ control plasmid,
were transformed into the yeast NOY504 strain that carries a
temperature-sensitive mutation in RNA Pol I (Nogi et al,
1991). At the 371C non-permissive temperature, the RNA
Pol I-mediated transcription of chromosomal rDNAs is
blocked in the NOY504 strain. Therefore, in the transformed
NOY504-pTH25, NOY504-pTH25rm1 and NOY504-pTH25rm2
strains grown on galactose-containing medium at 371C, pre-
rRNA synthesis occurred only from the Pol II-transcribed
plasmid-borne rDNA alleles (Nogi et al, 1991, 1993;
Beltrame et al, 1994; Beltrame and Tollervey, 1995).
Consistent with this, the non-transformed NOY504 strain
(no plasmid) failed to grow on galactose medium at 371C,
but the NOY504-pTH25 strain carrying the control pTH25
expression plasmid was viable under the same conditions
(Figure 4B). Northern blot analysis performed with oligonu-
cleotide probes specific for the tag sequences of 18S and 25S
rRNAs expressed from the pTH25 construct confirmed that
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Figure 4 Analysis of yeast strains expressing mutant 18S and snR30 RNAs. (A) Expression constructs used to express wild-type (pTH25) and
mutant (pTH25rm1 and pTH25rm2) 18S rRNAs and mutant snR30 (pR30m1 and pR30m2) snoRNAs. Tag sequences in the 18S and 25S rRNA
genes are indicated by open boxes (Beltrame and Tollervey, 1992). The GAL7 and SNR5 promoters (SNR5-P) and the SNR5 terminator (SNR5-T)
are shown. Nucleotide alterations introduced into 18S (18Srm1 and 18Srm2) or snR30 (snR30m1 and snR30m2) RNAs are shown. The m1 and
m2 motifs of snR30 are boxed. (B) Growth properties of yeast NOY504 strains not transformed (no plasmid) or transformed with the indicated
expression plasmids on galactose medium at 37 and 251C. (C) Expression of mutant 18S RNAs. RNAs extracted from NOY504 cells transformed
with the indicated plasmids were separated on a 1.2% agarose-formaldehyde gel and blotted onto a nylon membrane. Accumulation of 25S and
18S rRNAs and 20S pre-rRNA was determined by probing the blots with oligonucleotide probes specific for the tag sequences in the ectopically
expressed 18S and 25S rRNAs or complementary to the ITS1 region of yeast 35S pre-rRNA (20S pre-RNA). Growth temperatures are indicated.
(D) Expression of mutant snR30m1 and snR30m2 snoRNAs. RNAs extracted from yeast NOY504 strains transformed with the indicated
plasmids were annealed with an antisense RNA probe complementary to wild-type snR30 and digested with a mixture of RNase A and T1. The
protected fragments were separated on a 6% sequencing gel. Structures and sizes of the protected probe RNAs are shown. Positions of the
protected RNAs corresponding to the wild-type and the mutant snR30 RNAs are indicated on the right. Lane control, mapping performed with
E. coli tRNA. Lane M, size markers. (E) Processing of 18S rRNA carrying an altered rm1 motif can be restored by compensatory base changes in
snR30. The nucleotide changes in 18Srm1b and snR30m1b RNAs are shown. Yeast NOY504 strains transformed with the indicated plasmids
were grown on galactose medium. Accumulation of mutant snR30 and 18S RNAs was monitored by RNase A/T1 mapping and northern blot
hybridization, respectively.
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the NOY504-pTH25 strain accumulated both 18S and 25S
rRNAs (Figure 4C, lane 2). In contrast, the NOY504 strains
harbouring pTH25rm1 or pTH25rm2 failed to grow at 371C
(Figure 4B) and, as revealed by northern blot analysis, they
did not accumulate tagged 18S rRNA at the permissive
temperature 251C (Figure 4C, lanes 3 and 4). We concluded
that mutations introduced into the rm1 and rm2 motifs fully
abolished accumulation of 18S rRNA. Apparently, 35S pre-
rRNA synthesis occurred from the mutant pTH25rm1 and
pTH25rm2 constructs, as tagged 25S rRNA accumulated in
both strains. As compared with the NOY504-pTH25 control
strain (lane 2), the 20S precursor of 18S RNA showed a
reduced accumulation in both NOY504-pTH25rm1 and
NOY504-pTH25rm2 cells (lanes 3 and 4), providing strong
support to the notion that the rm1 and rm2 mutations
interfered with 18S processing.
Processing of mutant 18S rRNAs can be restored
by compensatory base changes in snR30
Next, we wanted to demonstrate that abolishment of accu-
mulation of the mutant 18Srm1 and 18Srm2 rRNAs in the
NOY504-pTH25rm1 and NOY504-pTH25rm2 strains was a
direct consequence of the reduced base-pairing capacity of
the altered rm1 and rm2 motifs with the m1 and m2 elements
of snR30. To this end, we attempted to restore the processing
of 18Srm1 and 18Srm2 rRNAs by expressing mutant
snR30m1 and snR30m2 snoRNAs which, in principle, were
capable of base pairing with 18Srm1 and 18Srm2, respec-
tively (Figure 4A). The snR30m1 and snR30m2 genes were
placed under the control of the SNR5 promoter and the
resulting pR30m1 and pR30m2 expression constructs were
transformed into the NOY504-pTH25rm1 and NOY504-
pTH25rm2 strains. Accumulation of snR30m1 and snR30m2
was confirmed by RNase A/T1 protection that could distin-
guish between the endogenous wild-type and the ectopically
expressed mutant snoRNAs (Figure 4D).
NOY504 cells harbouring the pTH25rm2 and pR30m2
plasmids grew efficiently on galactose medium at 37oC,
demonstrating that expression of snR30m2 could suppress
the lethal mutations carried by 18Srm2 (Figure 4B). Northern
blot analysis revealed that accumulation of the mutant
18Srm2 rRNA and its 20S precursor was re-established in
the NOY504-pTH25rm2-pR30m2 strain (Figure 4C, lane 7).
As expected, expression of snR30m2 in NOY504-pTH25rm1
cells failed to rescue 18Srm1 expression (lane 6) and cell
growth on galactose at 37oC (Figure 4B).
Expression of snR30m1 in the NOY504-pTH25rm1 strain
restored accumulation of the 20S precursor of 18Srm1, but
only partially rescued expression of the mutant 18Srm1 rRNA
(Figure 4C, lane 5). The simplest interpretation of this result
was that expression of snR30m1 restored processing of
18Srm1, but the rm1 mutations severely compromised the
metabolic stability of the excised 18Srm1 rRNA. To test this
hypothesis, we investigated the effects of further rm1 muta-
tions on 18S rRNA processing (Figure 4E). Again, replace-
ment of the wild-type rm1 motif (GGAAU) of pTH25 for
CCUUA fully abolished accumulation of the mutant
18Srm1b rRNA in NOY504-pTH25rm1b cells (lane 3).
However, co-expression of snR30m1b that carried an altered
m1 motif complementary to the mutant rm1b element of
18Srm1b largely restored 18S accumulation (lane 5). It is
important to note that the accumulating mutant 18Srm1 and
18Srm1b rRNAs failed to support cell growth on galactose
medium at 371C (Figure 4B and E). This strongly suggests
that the rm1 motif of 18S rRNA is important also for ribosome
function. In summary, we concluded that processing of
mutant yeast 18S rRNAs carrying altered rm1 or rm2 ele-
ments can be restored by re-establishing the base-pairing
capacity of the m1 and m2 motifs of snR30. Demonstration
that the mutant snR30m1, snR30m1b and snR30m2 snoRNAs
can support the processing of 18Srm1, 18Srm1b and 18Srm2
rRNAs indicated that the m1 and m2 motifs snR30, apart from
interacting with the rm1 and rm2 motifs, have no other
essential function in 18S processing.
Correct spacing of the ACA box and the m1/m2 rRNA
recognition motif is important for efficient 18S
processing
Proper function of H/ACA pseudouridylation guide RNPs
requires a 14- to 15-nt-long distance between the selected
uridine and the H or ACA box of the guide RNA (Ganot et al,
1997a; Bortolin et al, 1999). We noticed that the m1/m2
rRNA recognition element of all vertebrate, yeast and proto-
zoan snR30/U17 snoRNAs is located invariantly seven nu-
cleotides upstream of the ACA box (Figure 3A). To test the
functional significance of this structural conservation of
snR30/U17 snoRNAs, mutant snR30 RNAs with increased
(R30i1) or decreased (R30d1 and R30d2) ACA-m1/m2 spa-
cing were expressed in the GALHsnR30 strain (Figure 5A).
Northern blot analysis was used to confirm accumulation of
the mutant snR30 RNAs and to monitor 18S processing in the
transformed cells after shifting to glucose-containing medium
(Figure 5A and B). Insertion of one nucleotide between the
ACA box and 30-terminal stem of the R30i1 snoRNA had no
detectable effect on rRNA processing (Figure 5B, lane 6). In
contrast, removal of the A601 residue upstream of the ACA
box of R30d1 had no significant effect on 18S accumulation,
but reduced the steady-state level of the 20S pre-rRNA and
increased accumulation of the 35S and 23S pre-rRNAs, in-
dicating that rRNA processing was slightly compromised in
these cells (lane 4). Indeed, placing the ACA box two nucleo-
tides closer to the m1/m2 element of R30d2 by removal of the
A601 and G602 tail residues almost fully abolished 20S and
18S accumulation (lane 5), demonstrating that correct spa-
cing of the 18S recognition element and the ACA box of snR30
is essential for efficient pre-rRNA processing.
The distal part of the 30-hairpin of snR30 carries a novel
element essential for 18S processing
Earlier, biochemical purification of yeast snR30 snoRNP
detected seven snoRNP proteins of 10, 23, 25, 38, 46, 48
and 65 kDa (Lu¨bben et al, 1995). Although four of these
proteins apparently corresponded to the Cbf5 (65 kDa), Gar1
(25 kDa), Nhp2 (23 kDa) and Nop10 (10 kDa) H/ACA core
proteins, the remaining three putative snoRNP proteins (38,
46 and 48 kDa) seemed to be specific for the snR30 snoRNP.
This raises the possibility that in addition to the H and ACA
boxes, the snR30 snoRNA contains at least one protein-
binding site responsible for the recruitment of snR30-specific
snoRNP proteins. We have demonstrated earlier that all RNA
elements essential for 18S processing are confined to the 30-
hairpin of yeast snR30 (Atzorn et al, 2004). To examine
whether besides the m1 and m2 18S recognition motifs, the
30-hairpin of snR30 carries additional essential element(s)
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that could function as protein-docking site(s), we first tested
the functional importance of the G532–U536/A597–C600
basal 30-terminal helix of snR30 (Figure 6A). Switching the
orientation of the base pairs (snR30st1) or transition of the
purines and pyrimidines (snR30st2) with simultaneous al-
teration of the A601 and G602 tail nucleotides preceding the
ACA box had no effect on the accumulation of the mutant
snR30 RNAs in transformed GALHsnR30 cells (lanes 5 and
6). Moreover, both snR30st1 and snR30st2 supported efficient
cell growth (data not shown) and 18S rRNA accumulation on
glucose medium (Figure 6B, lanes 5 and 6). Although the
GALHsnR30-snR30st1 cells showed a slightly reduced 20S
pre-RNA accumulation (lane 5), we concluded that the basal
stem of the snR30 30-hairpin contains no vital sequence
elements for 18S processing.
To test the functional importance of the upper part of the
30-hairpin of snR30, the C548–A588 sequences were replaced
for the equivalent region of the yeast snR5 pseudouridylation
guide snoRNA (Figure 6A). The chimaeric snR30-R5 snoRNA
efficiently accumulated in GALHsnR30 cells (Figure 6A, lane
4), but it failed to support cell growth (data not shown) and
18S processing on glucose (Figure 6B, lane 4), demonstrating
that upper part of the 30-hairpin of snR30 contains crucial
element(s) for 18S processing.
To delimit more precisely the snoRNA sequences essential
for 18S processing, the distal and proximal segments of the
upper part of the 30-hairpin of snR30 were replaced for the
equivalent sequences of snR5 (Figure 6C). Although both
R30-R5p and R30-R5d chimaeric snoRNAs accumulated in
GALHsnR30 cells (lanes 4 and 5), only R30-R5p supported
cell growth (data not shown) and, with a slightly reduced
efficiency, 18S processing (Figure 6D, lane 4). Cells expres-
sing R30-R5d were not viable on glucose (data not shown)
and failed to accumulate 18S rRNA (lane 5), indicating that
the distal part of the 30-hairpin of snR30 contains elements
indispensable for 18S processing. Alteration of the terminal
loop sequence in R30lm RNA failed to influence cell growth
(data not shown) and 18S processing (Figure 6C and D, lane
6). In contrast, expression of the mutant R30hp snoRNA in
which the C561–G566/C572–A577 distal region of the wild-
type 30-hairpin of snR30 was altered failed to support cell
growth (data not shown) and 18S accumulation (Figure 6C
and D, lane 7). Further corroborating the functional impor-
tance of these sequences, we found that alteration of either
the C561–G566 or the C572–A577 sequence alone inhibited
18S processing (data not shown). Thus, we concluded that
the 30-terminal hairpin of snR30 carries an additional snoRNA
element that is essential for 18S rRNA processing.
To test whether the newly identified essential sequences of
snR30 are important for interaction with pre-ribosomal par-
ticles containing the 35S pre-RNA, extracts prepared from
GALHsnR30 cells expressing the mutant R30-R5d or the wild-
type R30 snoRNA were fractionated by velocity sedimentation
in sucrose gradients (Figure 6E). Northern blot analysis
confirmed that the control R30 snoRNA efficiently associated
with large 90S pre-ribosomes containing the 35S pre-rRNA
(upper panel, lanes 13–17). As compared with the wild-type
90S pre-ribosomes, the 35S rRNA-containing pre-ribosomal
particles derived from the mutant R30-R5d cells migrated in
the gradient with reduced sedimentation velocity (lower
panel, lanes 12 and 13). As a fraction of R30-R5d co-sedi-
mented with the aberrant 35S-containing pre-ribosomal
particles (lanes 12 and 13), we concluded that R30-R5d
can interact with 35S pre-rRNA, but it fails to support the
assembly of wild-type 90S pre-ribosomes. Importantly, the
R30-R5d snoRNP monoparticles sedimented significantly
slower in sucrose gradient than did the wild-type R30
snoRNPs (lower panel, lanes 3–6 versus upper panel lanes
4–7), suggesting that the R30-R5d snoRNP lacks R30-specific
snoRNP protein(s). These results support the idea that
instead of interacting with pre-rRNA sequences, the newly
identified, functionally essential C561–G566/C572–A577
sequences in the 30-hairpin of snR30 provide the docking
site(s) for putative snR30-specific snoRNP proteins, which
are essential for 90S pre-ribosome assembly and 18S rRNA
processing.
Discussion
The yeast snR30 box H/ACA snoRNA has long been known
to have an essential function in 18S rRNA processing, but the
molecular mechanism supporting its function remained
unknown (Bally et al, 1988; Morrissey and Tollervey, 1993;
Atzorn et al, 2004). In this study, by using a novel in vivo
crosslinking RNA affinity selection approach and yeast
molecular genetics, we demonstrated that during pre-rRNA
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processing, two short internal sequence motifs of the 18S
rRNA, called rm1 and rm2, transiently base-pair with the
previously identified, functionally essential m1 and m2 se-
quences of snR30. We showed that formation of the newly
discovered m1/rm1 and m2/rm2 Watson–Crick interactions
of snR30 and 18S rRNA is required for 18S production and
cell viability. The m1 and m2 motifs of snR30/U17 snoRNAs
and the complementary rm1 and rm2 sequences of 18S/17S
rRNAs are conserved in all vertebrates, budding and fission
yeasts and in the unicellular protozoan T. thermophila. Even
more tellingly, the m1/rm1 base-pairing interaction of snR30
and 18S rRNA in T. brucei is preserved by compensatory base
changes. Thus, we can predict with great certainty that the
snR30/U17 snoRNA has an evolutionarily conserved function
in pre-rRNA processing.
Similarly to the antisense elements of H/ACA pseudour-
idylation guide RNAs, the m1 and m2 18S recognition motifs
of snR30 are located on the opposite strands of an internal
pseudouridylation loop-like structure of the 30-terminal hair-
pin of the snoRNA. However, contrary to this obvious resem-
blance, there are fundamental structural differences between
the interaction of pseudouridylation guide RNAs formed with
their target sequences and the proposed association of snR30
with 18S rRNA. The antisense elements of H/ACA guide
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RNAs are located in the upper (distal) part of the pseudour-
idylation loop (Figure 1A), whereas the m1 and m2 elements
of snR30/U17 snoRNAs occupy the lower (proximal) part of
an internal loop of the 30-hairpin (Figure 7). The pseudour-
idylation guide elements bind to contiguous rRNA sequences,
whereas the m1 and m2 elements interact with two distantly
located sequence motifs that are folded together by an
evolutionarily conserved stem-loop structure of 18S/17S
rRNAs (Alkemar and Nygard, 2006). Consequently, snR30/
U17 forms a complex three-dimensional local structure with
18S/17S sequences that is novel to box H/ACA RNAs and
according to our knowledge no similar interaction has been
reported for other cellular RNAs either (Figure 3C).
Determination of the crystal structure of archaeal H/ACA
pseudouridylation guide RNP revealed a great structural
flexibility for the pseudouridylation loop of substrate-free
H/ACA RNA (Li and Ye, 2006). Although the ACA box
sequences, the lower and upper stem regions of the single-
hairpin archaeal H/ACA RNA, are tightly fastened to the
composite surface of the Cbf5, L7ae and Nop10 core H/ACA
RNP proteins, the pseudouridylation loop nucleotides show
very few intermolecular contacts with RNP proteins. This
structural plasticity of the entire pseudouridylation loop
indicates that both the distal and proximal loop nucleotides
are available for base-pairing interactions and provides the
structural basis for the interaction of the m1 and m2 proximal
loop sequences of snR30 with pre-rRNA sequences.
Identification of a novel target recognition strategy for the
‘pseudouridylation loop’ of snR30 further emphasizes the
functional diversity of H/ACA RNAs and in the future, it
may facilitate understanding of the molecular role of addi-
tional ‘orphan’ H/ACA RNAs.
Besides snR30, the nucleolytic processing of eukaryotic
rRNAs also requires the U3, U8, U14 and U22 box C/D
snoRNAs. However, these snoRNAs do not seem to be
directly involved in nucleolytic pre-rRNA cleavage reactions.
They are believed to function as RNA chaperones that tran-
siently base-pair with pre-rRNA to safeguard its correct
folding (Beltrame and Tollervey, 1995; Liang and Fournier,
1995; Hughes, 1996; Peculis, 1997; Sharma and Tollervey,
1999; Borovjagin and Gerbi, 2000, 2004). In principle, snR30
may also facilitate the proper temporal folding of the matur-
ing pre-rRNA, as its binding prevents the formation of the
internal stem loop that includes the rm1 and rm2 sequences
in the mature 18S rRNA (Alkemar and Nygard, 2006).
However, we demonstrated that in addition to the m1 and
m2 18S rRNA recognition elements, snR30 carries another
functionally essential element located in the C561–G566/
C572–A577 distal region of its 30-hairpin (Figure 7). The
C561–G566/C572–A577 sequences lack obvious complemen-
tarity to pre-rRNA sequences and they are dispensable for
interaction with 35S pre-rRNA (Figure 6E). Thus, we favour
the idea that the distal part of the 30-hairpin of snR30, instead
of selecting pre-rRNA sequences, functions as a snoRNP
protein-binding site. The terminal stem-loop regions of H/
ACA RNA hairpins frequently carry docking sites for RNP
proteins that target H/ACA scaRNPs to the Cajal body or
control processing of the human telomerase RNA (Richard
et al, 2003; Ja´dy et al, 2004; Theimer et al, 2007). Besides the
four H/ACA core proteins, the yeast snR30 snoRNP has been
reported to contain at least three snR30-specific snoRNP
proteins of about 38, 46 and 48 kDa (Lu¨bben et al, 1995).
We propose that binding of putative snoRNP proteins to the
30-hairpin of snR30 is essential for the assembly of functional
90S pre-ribosomal particle and for processing of 18S rRNA
(Figure 6E). The snR30 snoRNA, but not other H/ACA and C/
D snoRNAs, is released from the maturing pre-rRNA by the
Rok1 RNA helicase, suggesting that Rok1 either specifically
recognizes the snR30 snoRNP or it is an integral component
of this particle (Bohnsack et al, 2008). Identification and
functional characterization of the putative snR30-specific
snoRNP proteins, which likely interact with the C561–
G566/C572–A577 region of the 30-hairpin of snR30, will be
an exciting task for the future.
Thus far, all H/ACA RNAs assigned to a cellular function
have been shown to function as guide RNAs that carry
specific target recognition antisense elements to select sub-
strate nucleic acids, such as rRNAs (snoRNAs), snRNAs
(scaRNAs) or telomeric DNA (telomerase RNA). Other parts
of the H/ACA guide RNAs tether the Cbf5/dyskerin pseu-
douridine synthase or the telomerase reverse transcriptase to
the selected target nucleic acid. In this study, demonstration
that the m1 and m2 sequences of snR30 function as 18S
recognition elements, which probably target essential snR30-
associated processing factors to pre-rRNA, indicates that not
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only pseudouridylation guide RNAs and telomerase RNA but
also snR30 functions as a guide RNA.
Materials and methods
General procedures and yeast strains
Unless stated otherwise, standard laboratory procedures were used
to manipulate DNA, RNA and oligodeoxynucleotides. Yeast strain
NOY504 (MATa rrn4HLEU2 ade2-101 ura3-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-
11 can1-100) has been provided by Dr M Nomura (University of
California, Irvine, USA) (Nogi et al, 1991). Construction of the
GALHsnR30 strain (MATa ade2 leu2-3 ilv1 met8 lys2 Trp1D his3D
URA3-GAL10HsnR30) has been reported (Atzorn et al, 2004). Yeast
S. cerevisiae cells were cultured according to standard protocols
(Sherman, 1991).
Plasmid construction
Construction of the pR30 expression plasmid has been described
(Atzorn et al, 2004). To generate the pR30m1, pR30m1b, pR30m2,
pR30d1, pR30d2, pR30i1, pR30-R5, pR30st1, pR30st2, pR30-R5d,
pR30-R5p, pR30hp and pR30lm expression plasmids, nucleotide
changes have been introduced into the snR30-coding region of pR30
by using a two-step PCR approach, appropriate oligodeoxynucleo-
tide primers and pR30 as a template. To obtain pMS2-R30, a
synthetic DNA fragment containing three copies of a binding motif
for MS2 coat protein was inserted into the KpnI site of pR30 (Zhou
et al, 2002). The pTH25 yeast rRNA expression construct was kindly
provided by Dr D Tollervey (University of Edinburgh, UK). To obtain
pY18, the SacI–XhoI fragment of pTH25 was subcloned into
pBluescript (Stratagene). To generate pTH25m1, pTH25m1b and
pTH25m2, the 670 bp SacII–SacI internal 18S fragment encompass-
ing the rm1 and rm2 motifs was excised from pTH25 and inserted
into pBluescript. After introduction of nucleotide alterations into
the rm1 and rm2 sequences by PCR mutagenesis, the mutant SacII–
SacI fragments were used to replace the same fragment of pTH25.
The identity of all constructs was verified by sequence analyses.
In vivo crosslinking
Yeast GALHsnR30 cells carrying the pMS2-R30 expression plasmid
were grown in YPD liquid medium containing 2% sucrose at 301C
until OD600 0.8. Cells were collected and resuspended in 0.1 volume
of spheroplasting buffer containing 50 mM K-phosphate, pH 7.4,
0.9 M sorbitol, 10 mM DTT and 0.5 mg/ml Zymolyase (Seikagaku
Corp.) and incubated at 301C until spheroplasted. The spheroplast
suspension was transferred onto ice, supplemented with 100 mg/ml
AMT psoralen (40-aminomethyl-4,50,8-trimethylpsoralen) (HRI
Associates Inc.), incubated in the dark for 15 min and irradiated
with UV light (365 nm, B25 mW/cm2) for 15 min. Total RNA was
extracted from the irradiated spheroplasts. For affinity selection of
M2-R30 RNA, about 20mg of purified recombinant MS2-MBP
protein was bound to 20ml of amylose resin (New England BioLabs)
in NET2 buffer (200 mM NaCl, 0.05% Nonidet P-40 and 20 mM
Tris–HCl pH 7.4) as described (Zhou et al, 2002). The beads were
washed three times with 500 ml of NET2 and about 100mg of cellular
RNA was added in 50ml of NET2. The beads were incubated on ice
for 1 h, washed twice with 500ml of cold low-salt buffer (10 mM
NaCl, 0.5 mM EDTA, 2.0 mM DTTand 20 mM Tris–HCl pH 7.4). The
associated MS2-R30 RNA was eluted with 50ml of low-salt buffer
supplemented with 20 mM maltose, extracted with phenol–chloro-
form and collected by ethanol precipitation. For partial hydrolysis,
RNA was dissolved in a mixture of 3ml of water and 12ml of
deionized formamide containing 0.4 mM MgCl2 and incubated in
boiling water for 3–5 min. The fragmented RNA was collected by
ethanol precipitation and annealed to an in vitro synthesized
internally labelled RNA complementary to snR30 by incubation in
10ml of S1 hybridization buffer (40 mM PIPES, pH 6.7, 400 mM
NaCl, 1 mM EDTA and 80% formamide) at 501C for 12 h. The
annealing mixture was directly used for probing Southern
membranes carrying restriction-digested yeast rDNA.
Sucrose gradient velocity sedimentation and RNA analysis
After treatment with 50mg/ml of cycloheximide, cells were collected
and lysed in 20 mM Tris–HCl, pH 7.4, 50 mM KCl, 10 mM MgCl2,
1 mM DTT, 1% protease inhibitor (Roche), 0.1 U/ml RNasin
(Promega) and 50mg/ml cycloheximide. Lysates were fractionated
on 4.5–45% sucrose gradients containing 20 mM Tris–HCl, pH 7.4,
50 mM KCl and 10 mM MgCl2. Centrifugation was performed at
39 000 r.p.m. at 41C for 150 min in a SW40Ti rotor. Gradients were
fractionated and RNA was isolated by phenol–chloroform extrac-
tion. Northern blot analysis and RNase A/T1 mapping of rRNAs and
snR30 RNAs have been described (Atzorn et al, 2004). Yeast
endogenous 18S (TTGTGTCTGGACCTGGTGAG) and 25S (CTCACG
ACGGTCTAAACCC) rRNAs and internally tagged 18S (CGAGGATCC
AGGCTTT) and 25S (GTACACTCGAGAGCTTCA) rRNAs were
visualized by terminally labelled oligodeoxynucleotide probes
(Beltrame and Tollervey, 1992).
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Figure 51 : Principe de la purification de la ribonucléoparticule contenant le 
snoARN snR30. 
A- Schématisation de la construction permettant l’expression de la forme étiquetée snR30.  
L’expression du snoARN snR30 est placée sous le contrôle du promoteur du snoARN snR5  
(SNR5-P) et la terminaison de sa transcription est régulée par le terminateur de snR5 (SNR5-
T). Les étiquettes permettant la double purification par affinité avec la protéine MS2 (MS2) et 
la tobramycine (TOB) sont situées à l’extrémité 5’ de la séquence codant le snoARN snR30. 
B- Représentation du principe de purification de la particule snR30. Les deux étiquettes 
correspondent à des structures en tige-boucle capables d’interagir spécifiquement avec la 
protéine du bactériophage MS2 ou la tobramycine. La protéine MS2 est fixée sur une résine 
d’amylose via son étiquette MBP (maltose binding protein) tandis que la tobramycine est, 
fixée à une résine de sépharose. 
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VI. Méthode d’identification des protéines spécifiques de 
la snoRNP snR30 
1) Introduction 
Afin d’élucider le rôle des snoARN dans la maturation du pré-ARNr et d’identifier les 
protéines spécifiques de la particule snR30, nous avons entrepris de développer une technique 
nous permettant de purifier la snoRNP contenant snR30. 
2) Démarche expérimentale 
Pour cela, un ADN contenant trois copies du motif de liaison de la protéine MS2 de 
bactériophage et une copie de l’aptamère J6f1 liant la tobramycine a été fusionné à l’extrémité 
5’ du gène de snR30 (Figure 51A). Le gène TOB-MS2-R30 a été placé sous le contrôle du 
promoteur constitutif du gène SNR5. Cette construction a été transformée dans la souche 
GAL::snR30 dans laquelle le promoteur endogène du gène SNR30 a été remplacé par le 
promoteur GAL10. Lorsque cette souche transformée est cultivée en présence de glucose, 
uniquement l’ARN TOB-MS2-R30 exprimé à partir du plasmide s’accumule tandis que le 
promoteur GAL10 inductible par le galactose reste inactif (Figure 51B).  
A partir de cellules exprimant l’ARN TOB-MS2-R30, nous avons préparé des extraits 
cellulaires. Après ultracentrifigation, les extraits sont incubés en présence d’une résine 
d’amylose sur laquelle a été fixée la protéine MBP (maltose-binbing portein) fusionnée à la 
protéine de bactériophage MS2. Les snoRNP contenant TOB-MS2-R30 sont éluées grâce au 
maltose qui se lie à la protéine MBP détachant ainsi la RNP avec la protéine de fusion MS2-
MBP de la résine d’amylose. La seconde étape de purification nécessite l’utilisation de la 
tobramycine qui est un antibiotique de la famille des aminosides, se fixant aux ribosomes 
bactériens pour inhiber la synthèse protéique. La tobramycine est capable de se lier avec une 
grande affinité à l’aptamère de 40 nt J6f1 et a déjà été utilisé pour la purification de 
« spliceosomes » (Hartmuth et al, 2004). La tobramycine fixée à des billes de sépharose 
(matrice tobramycine) est incubée avec l’éluat de la première étape de purification (Figure 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 52 : Présentation de la stratégie de purification de la particule associée 
au snoARN snR30. 
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52). L’élution est alors réalisée par ajout de tobramycine entraînant une compétition entre la 
tobramycine libre en solution et celle fixée aux billes. Les protéines contenues dans ce second 
éluât sont précipitées à l’acide trichloracétique (TCA) avant d’être identifiées par 
spectrométrie de masse (Figure 52). 
3) Résultats et conclusion 
L’expression des deux étiquettes à l’extrémité 5’ de snR30 n’affecte pas 
l’accumulation ou la stabilité du snoARN, indiquant que l’ARN snR30 doit s’assembler avec 
les protéines cœur des snoRNP à boîtes H/ACA (Figure 53a). D’autre part, nous avons 
démontré que ces étiquettes restent accessibles et peuvent être utilisées pour la purification de 
particules contenant le snoARN snR30 (Figure 53b, c). La réalisation du protocole détaillé 
dans la figure 52 produit le gel présenté dans la figure 54a. Malgré le fort taux de 
contamination de l’échantillon  TOB-MS2-R30 renfermant de nombreuses protéines 
n’interagissant pas de manière spécifique avec la RNP snR30 (comparé avec colonne 
contrôle), la réalisation d’une expérience de « Western blot » sur ces mêmes fractions a 
confirmé la présence de deux protéines cœur des snoRNP H/ACA, Nhp2p et Cbf5, indiquant 
que cette double purification par affinité est capable de conduire à l’isolation de la RNP 
snR30 (Figure 54b). 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 53 : Validation de la stratégie de purification. 
La présence du snoARN snR30 lors des différentes étapes de purification est analysée par 
Northern-blot en utilisant comme sonde une amorce complémentaire à l’ARN snR30. a- 
Analyse de l’expression de l’ARN snR30 dans les cellules, ne contenant pas de plasmide ou 
contenant un plasmide exprimant la séquence sauvage ou un plasmide exprimant la forme 
étiquetée, cultivées en milieu galactose (GAL) ou glucose (GLU). La taille de la molécule 
détectée est analysée en fonction du marqueur de taille (mq). b- Analyse de la présence de 
l’ARN snR30 après la première étape de purification sur une colonne d’affinité pour 
l’étiquette MS2 (IP) en comparaison avec le signal correspondant à la quantité totale (Tot) de 
cet ARN utilisée lors de l’expérience. c- Analyse de la présence du snoARN snR30 lors d’une 
expérience de test de purification sur résine tobramycine. Le signal obtenu après purification 
(IP) est comparé aux  signaux correspondant : à la quantité totale (tot), à la quantité non 
retenue sur la résine (FT), à la quantité perdue durant les lavages (W1, W2, W3) et enfin à la 
quantité restée fixée sur les billes après élution (B). 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
Figure 54 : Analyse finale des constituants protéiques associés au snoARN 
snR30. 
a- Coloration à l’argent des protéines issues de la double purification réalisée à partir d’extrait 
d’une souche contrôle (snR30) et de la souche exprimant la forme étiquetée de l’ARN snR30 
(pTOB-MS2-R30) et séparées sur gel SDS-PAGE. b- Analyse par Western-blot des mêmes 
échantillons après séparation sur gel SDS-PAGE et utilisation d’anticorps dirigés 
spécifiquement contre les protéines cœurs H/ACA Cbf5 et Nhp2. 
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DISCUSSION 
VII. Une nouvelle approche 
L’implication essentielle du snoARN à boîtes H/ACA, snR30, dans la maturation de 
l’ARNr 18S est connue depuis longtemps (Atzorn et al, 2004; Bally et al, 1988; Morrissey & 
Tollervey, 1993). En revanche, le mécanisme moléculaire à la base de cette fonction restait 
encore inconnu. 
Nous avons tiré profit des outils génétiques et moléculaires de la levure et développé 
une approche combinant des expériences de pontage in vivo incluant une étape de purification 
par affinité des espèces liées à snR30. Suite à l’incubation de sphéroplastes de levure 
(dépourvus de paroi cellulaire) avec du psoralène, ce composé chimique s’intercale au sein 
des hélices RNA et l’irradiation des échantillons aux UV entraîne la formation de liaisons 
covalentes entre deux bases pyrimidiques présentes sur les brin opposés d’ARN, résultant en 
la formation de liaison covalentes entre les deux espèces d’ARN interagissant par 
appariement de bases, ici snR30 et le pré-ARNr 35S (Cimino et al, 1985). La particularité de 
cette approche réside en l’ajout d’une étape intermédiaire de purification  grâce à l’utilisation 
d’un motif de liaison à la protéine MS2 de bactériophage, ajouté à l’extrémité 5’ de l’ARN 
snR30 et permettant de sélectionner spécifiquement les ARN fixés de manière covalente au 
snoARN d’intérêt, snR30. Au lieu de déterminer les espèces liées par l’action du psoralène 
par une analyse en « Northern blot », l’ARN MS2-R30 et le pré-ARNr co-sélectionnés, ont 
été hybridés à un ARN antisens de snR30 marqué radioactivement afin de servir de sonde et 
de détecter les fragments de restrictions de l’ADNr de la levure complémentaires dans une 
analyse de « Southern blot » (Figure 2A de l’article). Nous avons pu non seulement confirmer 
que le snoARN H/ACA snR30 interagit bien avec le pré-ARNr 35S, comme observé 
précédemment (Morrissey & Tollervey, 1993), mais nous avons aussi pu déterminer au 
niveau de quelles régions du pré-ARNr 35S se fixe snR30 (Figure2C et 2D). En effet par cette 
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approche, le plus petit fragment détecté est le fragment ApaI-SacI de 600 nt qui correspond 
aux nucléotides C646-A1246 de la région interne de l’ARNr 18S indiquant qu’in vivo snR30 
interagit avec des séquences du pré-ARNr 35S localisées dans cette région (Figure 2D). 
VIII. Une fonction conservée au cours de l’évolution 
Il a été précédemment démontré que la tige-boucle à l’extrémité 3’-terminale de snR30 
contient deux séquences conservées, appelés m1 et m2, qui sont essentielles à la production 
de l’ARNr 18S (Atzorn et al, 2004). La structure secondaire consensus conciliant les tiges-
boucles 3’ de tous les ARN H/ACA snR30/U17 est représentée dans la figure 3A. Nous avons 
montré que deux courtes séquences présentes dans la région interne de l’ARNr 18S, appelées 
rm1 et rm2, s’hybrident aux séquences m1 et m2 de snR30 précédemment identifiées et 
fonctionnellement essentielles. L’interaction des motifs rm1/m1 et rm2/m2 par appariement 
de bases du pré-ARNr avec snR30 est indispensable à la viabilité cellulaire et à 
l’accumulation de l’ARNr mature 18S. De plus, les séquences m1 et m2 des snoARN 
snR30/U17 et les séquences complémentaires rm1 et rm2 des ARNr 18S/17S sont conservées 
chez tous les Vertébrés, les levures à bourgeonnement et à fission et chez le protozoaire 
unicellulaire Tetrahymena thermophila. De façon intéressante, le snoARN snR30, identifié 
chez Trypanosoma brucei (Barth et al, 2005), bien que comportant un motif m2 canonique qui 
peut interagir avec le motif complémentaire rm2 conservé dans l’ARN 18S, possède un motif 
m1 modifié (m1*). Cependant, le motif rm1* de l’ARNr 18S présente une mutation 
compensatoire permettant de conserver l’interaction entre les motifs m1* et rm1* de snR30 et 
de l’ARNr 18S chez cet organisme. Il semble donc que le snoARN snR30/U17 exerce une 
fonction dans la maturation du pré-ARNr conservée au cours de l’évolution. 
IX. Une interaction snoARN/ARN cible nouvelle pour les 
snoARN H/ACA   
A l’image des éléments antisens des ARN guides de pseudo-uridylation, les motifs m1 
et m2 de reconnaissance des séquences de l’ARNr 18S sont localisés sur les segments 
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opposés de la boucle interne présente au sein de la tige-boucle 3’ de snR30 et assimilable à la 
poche de pseudo-uridylation. Cependant, malgré les apparentes similitudes, il y a des 
différences structurales fondamentales entre l’interaction formé entre l’ARN guide de pseudo-
uridylation et sa cible et le modèle proposé dans la figure 3C d’association entre snR30 et 
l’ARNr 18S. Tandis que les éléments antisens des ARN guides de pseudo-uridylation sont 
situés dans la partie distale de la poche de pseudo-uridylation (Figure 18B), les motifs m1 et 
m2 des snoARN snR30/U17 occupent la partie proximale de la boucle interne de la tige-
boucle 3’ (Figure 7 du papier). Une autre caractéristique conservée chez tous les snoARN 
snR30/U17 est la distance entre les boîtes m1/m2 et la boîte ACA qui est invariablement de 
sept nucléotides. L’espacement correct de ces deux motifs est essentiel pour la réalisation 
d’une maturation du pré-ARNr efficace. En revanche, les RNA H/ACA guides de pseudo-
uridylation requièrent une distance de 14 à 15 nt entre la boîte H ou ACA et le nucléotide à 
modifier (Bortolin et al, 1999; Ganot et al, 1997). De plus, les éléments de l’ARN guide de 
pseudo-uridylation se lient à des séquences antisens de l’ARNr qui sont contiguës tandis que 
les boîtes m1 et m2 interagissent avec des séquences distantes l’une de l’autre et qui seraient 
rapprochées l’une de l’autre par la formation d’une structure en épingle à cheveux conservée 
de l’ARNr 18S/17S. Par conséquent, l’ARN snR30/U17 forme une structure locale avec les 
séquences du pré-ARNr situées dans le segment d’expansion 6 de l’ARNr 18S, qui est 
nouvelle pour les snoARN H/ACA et qui à notre connaissance n’a pas été décrite pour 
d’autres ARN cellulaires. 
La détermination de la structure cristallographique de la RNP des ARN guides de 
pseudo-uridylation, chez les Archées, a permis d’établir que la poche de pseudo-uridylation 
non lié au substrat est très flexible (Li & Ye, 2006). En effet, la boîte ACA, les régions 
proximales et distale de la structure en épingle à cheveux des ARN H/ACA d’Archées sont 
fortement liées sur la surface composite formé par les protéines Cbf5, L7Ae et Nop10 tandis 
que la poche de pseudo-uridylation est engagée dans peu d’interactions moléculaires avec ces 
protéines. La disponibilité de la totalité des nucléotides formant la poche de pseudo-
uridylation indique qu’à la fois les nucléotides de la région distale et proximale peuvent être 
invités à interagir  avec leurs ARN cibles par des appariements de bases. La découverte de 
nouvelles stratégies régissant la reconnaissance ARN guide/cible illustre d’autant plus la 
diversité fonctionnelle des snoARN déjà discutée en introduction et d’autre part facilitera 
peut-être notre compréhension du rôle moléculaire des ARN H/ACA orphelins. Il est possible 
d’envisager qu’à l’image de snR30, d’autres snoARN H/ACA orphelins utilisent la partie 
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proximale de la boucle interne pour interagir avec leurs cibles fonctionnant probablement en 
tant que guides dans d’autres processus cellulaires que la formation de pseudo-uridines. 
X. Activité chaperonne ? 
L’ARNr 18S, comportant des mutations dans le motif rm1 ou rm2, n’est pas accumulé 
(Figure 4C, ligne 3
 
et 4). Ces séquences sont donc essentielles à la synthèse de l’ARNr 18S et 
par conséquent à la survie de la cellule. D’autre part, l’ajout de mutations compensatoires m2 
de snR30 capable d’interagir avec la séquence mutante rm2 de l’ARNr 18S rétablit la 
production du pré-ARNr 20S ainsi que celle de l’ARNr 18S et la viabilité cellulaire (Figure 
4B et 4C). En revanche, nous avons observé que l’introduction de mutations compensatoires 
dans les motifs m1 de snR30/ U17 ne restaure que partiellement la production de l’ARNr 18S 
tandis qu’elle restore l’accumulation du pré-ARNr 20S, le précurseur direct de l’ARNr 18S 
(Figure 4C, ligne 5). Il semble donc que l’expression du mutant snR30m1 restaure la 
maturation de l’ARNr 18S  mais qu’en revanche, l’ajout de cette mutation dans le motif rm1 
de l’ARNr 18S est délétère pour la stabilité  métabolique de l’ARNr 18S. Dans un second 
temps, nous avons donc entrepris de  remplacer le motif rm1 par une seconde mutation (rm1b) 
qui conduit à une inhibition de l’accumulation de l’ARNr 18S tout comme la mutation 
précédente, confortant le fait que ce motif est essentiel à la synthèse de l’ARNr 18S (Figure 
4E, ligne 3). D’autre part, la co-expression de snR30m1b comportant un motif capable 
d’interagir avec la séquence mutante rm1b de l’ARNr 18Srm1b restaure l’accumulation de 
l’ARNr 18S (Figure 4E, ligne 5). Enfin, l’accumulation d’ARNr mutants 18Srm1b empêche 
la croissance de souches de levure accumulant ces ARNr et ce malgré la co-expression des 
ARN snR30m1b indiquant que le motif rm1 de l’ARNr 18S pourrait être important pour la 
fonction du ribosome (Figure 4E). Ces résultats démontrent que l’ARN snR30 participe aux 
étapes de clivages nucléolytiques du pré-ARNr 35S via l’interaction par appariement de bases 
de ces motifs m1 et m2 avec les séquences nouvellement identifiées au sein de l’ARNr 18S, 
les motifs rm1 et rm2. De plus, la démonstration que les ARN mutants snR30m1, snR30m1b 
et snR30m2 sont capables de rétablir la maturation des ARNr 18Srm1, 18Srm1b et 18Srm2 
indique que les motifs m1 et m2 de snR30 ne présentent pas d’autres fonctions essentielles à 
la maturation de l’ARNr 18S que celles exercées via l’interaction avec les séquences rm1 et 
rm2 de l’ARNr 18S, excluant la possibilité que les motifs m1 et m2 soient des sites de liaisons 
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à des protéines. L’ARN snR30 n’est pas le seul snoARN requis pour les étapes de clivages du 
pré-ARNr qui nécessitent aussi l’intervention de snoARN à boîtes C/D comme U3, U8, U14 
et U22. Cependant, il semble que ces snoARN ne soient pas directement impliqués dans les 
réactions catalytiques de clivages tel l’est la RNase MRP par exemple. Il semble plutôt qu’ils 
s’assurent de la formation de structures du pré-ARNr nécessaires à la réalisation des clivages 
nucléolytiques. L’interaction des motifs m1 et m2 de snR30 avec les séquences rm1 et rm2 de 
l’ARNr 18S rappelle fortement le mécanisme moléculaire des snoRNP agissant en tant que 
chaperonnes. Il semble possible que snR30 facilite le repliement correct ou requis à un 
moment précis du pré-ARNr en cours de la maturation. La structure du segment d’expansion 
6 de l’ARNr 18S a été résolue et indique que les motifs rm1 et rm2 sont engagés, dans 
l’ARNr 18S mature, dans la formation d’une structure en épingle à cheveux allongée incluant 
ces deux séquences. snR30 pourrait  empêcher la formation prématurée de cette épingle à 
cheveux allongée, inappropriée pour le bon déroulement des étapes de clivages ou inapte au 
recrutement de facteurs importants pour ces mêmes étapes. 
XI.  Apport de facteurs protéiques ?  
Dans tous les cas, même si l’on peut envisager que les motifs m1 et m2 de snR30 
confèrent à snR30 une activité chaperonne empêchant la formation d’une structure prématurée 
et incompétente pour les étapes de clivages du pré-ARNr, il n’en reste pas moins que même si 
ils sont nécessaires à la maturation de l’ARNr 18S, l’identification d’éléments additionnels 
essentiels dans la tige-boucle 3’ de snR30 indique qu’ils ne sont pas suffisants. Quel est le 
rôle de ces nouvelles séquences ? Les séquences C561-G566/C572-A577 démontrées comme 
essentielles à la maturation de l’ARNr 18S ne présentent pas de complémentarité avec les 
séquences du pré-ARNr et, comme l’on montré les expériences de gradients de sucrose, elles 
ne sont pas nécessaires à l’interaction de la snoRNP snR30 avec les particules 90S (Figure 
6E). Nous avons émis l’hypothèse que la partie distale de la tige-boucle 3’, au lieu de 
s’associer aux séquences du pré-ARNr, pourrait fonctionner comme un site de fixation aux 
protéines spécifique à la snoRNP de snR30 et essentielles pour la maturation de l’ARNr 18S. 
En effet comme nous l’avons vu en introduction, les extrémités des tiges-boucles des ARN 
H/ACA peuvent abriter des sites de fixation à des protéines qui sont responsables de la 
localisation des scaRNP H/ACA aux CB ou contrôle la maturation de l’ARN de la télomérase 
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humaine (Jady et al, 2004; Richard et al, 2003; Theimer et al, 2007; Tycowski et al, 2009). De 
plus, outre les quatre protéines cœur de la snoRNP H/ACA, snR30 contient au moins trois 
protéines spécifiques de la snoRNP  de poids moléculaire 38 kDa, 46 kDa et 48 kDa (Lubben 
et al, 1995). Il est envisageable que la fixation de protéines aux séquences essentielles de la 
tige-boucle 3’ soit essentielle à l’assemblage de la particule 90S (Figure 6E) et la maturation 
de l’ARNr 18S. Il a récemment été montré que snR30, mais pas les autres snoARN H/ACA 
ou C/D, est libéré du pré-ARN en cours de maturation par l’hélicase à  ARN Rok1p 
(Bohnsack et al, 2008). Il reste à déterminer si Rok1p reconnaît spécifiquement la snoRNP au 
sein de la particule pré-ribosomique 90S ou si elle est partie intégrante de la snoRNP snR30. 
Ces données nous ont incité à entreprendre la purification biochimique de la snoRNP 
snR30. Pour cela, nous avons développé une technique de purification par affinité faisant 
appel à l’utilisation du motif de liaison de la protéine MS2 et de l’aptamère J6f1 capable de se 
lier à la tobramycine fusionné à l’extrémité 5’de l’ARN snR30 (Figure 51). Les premiers 
résultats indiquent que la présence de ces étiquettes n’affecte pas l’accumulation de snR30 et 
n’altère pas sa fonction. D’autre part, ces étiquettes peuvent être utilisées avec efficacité pour 
purifier la snoRNP contenant l’ARN snR30. Malgré le fait que cette méthode conduise encore 
à la purification de nombreux contaminants, cette méthode permet l’isolation de la snoRNP 
snR30 étant donné la présence des protéines Cbf5p et Nhp2p, protéines spécifiques des 
snoRNP H/ACA.  
Pour le moment, la question reste entière quant au fait que les éventuels facteurs 
nécessaires à la maturation de l’ARNr 18S font partie intégrante de la snoRNP ou sont 
recrutés dans le contexte des particules 90S, lorsque la snoRNP interagit avec les motifs rm1 
et rm2 de l’ARN 18S. L’identification des facteurs protéiques essentiels à la maturation de 
l’ARNr 18S et interagissant potentiellement avec la région distale de la tige-boucle 3’ de 
snR30 permettra dans le futur d’éclaircir le mode d’action des snoARN à boîtes H/ACA dans 
les étapes de maturation du pré-ARNr.  
XII. Conclusion 
En conclusion, l’identification des motifs rm1 et rm2 présents dans l’ARNr 18S a 
permis d’établir que leurs interactions avec les motifs m1 et m2 de la tige-boucle 3’ de snR30 
sont essentielles à la synthèse de l’ARNr 18S et la viabilité cellulaire. Cette interaction 
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essentielle entre snR30 et le pré-ARNr est conservée au cours de l’évolution et pourrait 
former une structure ARN guide/ARN cible totalement nouvelle pour les snoARN à boîtes 
H/ACA laissant la possibilité que bien d’autres ARN H/ACA orphelins utilisent les mêmes 
règles d’appariements. D’autre part, même s’il semble impossible d’exclure la possibilité que 
les motifs m1 et m2 de snR30 présentent une activité chaperonne, il semble qu’elle n’est pas 
suffisante pour remplir le rôle de snR30 dans la maturation du pré-ARNr. Nous avons donc 
proposé que snR30, via les motifs essentiels présents dans la région distale de la tige-boucle 
3’, pourrait cibler ou recruter des facteurs essentiels au pré-ARNr en cours de maturation. La 
coexistence de ces deux mécanismes, coopérant ou non entre eux, pourrait aussi expliquer le 
rôle de snR30 dans les étapes de clivages du pré-ARNr. 
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Characterisation of the molecular function 
of the yeast box H/ACA snoRNA, snR30, 
in ribosome biogenesis 
 
 
Ribosome synthesis takes place in the nucleolus where many box H/ACA snoRNAs 
direct pseudouridylation of rRNAs. The U17/snR30 box H/ACA snoRNA, instead of 
directing rRNA modification, functions in the nucleolytic processing of the precursor rRNA 
(pre-rRNA) and is required for accumulation of mature 18S rRNA. We have identified two 
short sequence motifs in the 18S rRNA that can base-pair with two evolutionarily conserved 
sequences elements, m1 and m2 motifs, of the yeast Saccharomyces cerevisiae snR30. 
Mutations in the 18S sequences disrupting the base-pairing with the m1 or m2 motifs of 
snR30 inhibit the accumulation of the mature 18S rRNA. However, compensatory mutations 
introduced into m1 or m2 motifs of snR30 restore 18S rRNA processing. The m1 and m2 
motifs that constitute the opposite strands of an internal loop of U17/snR30 base-pair with 
short 18S sequences preceding and following a conserved stem-loop structure in the middle 
of the 18S rRNA. Further functional mapping of yeast snR30 indicated that its 3’-terminal 
hairpin contains additional essential elements. Thus I developed a novel tandem affinity 
purification method in order to identify the putative snR30-specific snoRNP proteins. 
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RESUME en français  
Les petits ARN nucléolaires (snoARN) à boîtes H/ACA représentent une classe 
d’ARN non-codant très abondante, très conservée mais aussi extrêmement diversifiée. Tandis 
que de nombreux ARN à boîtes H/ACA sont responsables de la pseudo-uridylation des ARN 
ribosomiques et des snARN de la machinerie de l’épissage, le groupe grandissant des ARN 
«orphelins» participe aux clivages nucléolytiques des précurseurs ribosomiques (pré-ARNr), 
à la synthèse des télomères et très certainement à d’autres processus nucléaires. Appartenant 
à ce dernier groupe, le petit ARN nucléolaire snR30 est connu depuis longtemps comme étant 
essentiel à l’accumulation de l’ARNr 18S chez S. cerevisiae. En revanche, les mécanismes 
moléculaires à la base de cette fonction restent encore inconnus.  
Grâce à une approche à la fois génétique et biochimique, nous avons démontré que 
durant la maturation des pré-ARNr, deux séquences conservées présentes dans la tige-boucle 
à l’extrémité 3’ de snR30 s’hybrident avec deux courtes séquences du pré-ARNr localisées au 
niveau d’une région interne de l’ARNr 18S, uniquement présente chez les Eucaryotes. Cette 
nouvelle interaction entre snR30 et l’ARNr 18S est essentielle à la production de ce dernier et 
ils forment une structure snoARN-ARN cible totalement nouvelle pour les snoARN à boîtes 
H/ACA. D’autre part, nous avons aussi mis en évidence qu’outre les motifs de 
reconnaissance de l’ARNr 18S, la partie distale de la tige-boucle à l’extrémité 3’ de snR30 
contient des séquences additionnelles essentielles pour la maturation de l’ARNr 18S qui 
pourraient probablement être le lieu de fixation de protéines indispensables à la maturation du 
pré-ARNr.  
De précédentes expériences ont révélé la présence de trois protéines spécifiques à la 
ribonucléoparticule de snR30 en complément des quatre protéines communes à tous les 
snoARN à boîtes H/ACA. Dans un dernier temps, nous avons donc mis au point une nouvelle 
technique de purification par affinité qui, à terme, pourrait être un bon outil pour identifier les 
protéines spécifiques de la ribonucléoparticule de snR30 et ainsi pourrait permettre 
d’approfondir le mécanisme d’action de ce snoARN à boîtes H/ACA dans les étapes de 
clivages nucléolytiques du pre-ARNr. 
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